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1.1.1.  Generalidades 
Los dermatofitos son un grupo de hongos filamentosos taxonómicamente 
relacionados que tienen la capacidad de producir infecciones en la piel, el pelo y las 
uñas tanto del ser humano como de los animales. 
  
La etimología del término «dermatofito» es muy antigua: proviene de los términos 
griegos derm (que significa piel) y phyte (que significa planta). Sin embargo, debido a 
que los dermatofitos no están filogenéticamente relacionados con las plantas (como 
se creía antiguamente), este término puede considerarse como no adecuado en la 
actualidad. 
   
Los dermatofitos son hongos queratinolíticos; es decir, tienen la capacidad de digerir y 
utilizar la queratina como sustrato. Las infecciones producidas por estos hongos se 
denominan dermatofitosis, aunque comúnmente también son llamadas tiñas, término 
que procede del latín tinea y que significa gusano o polilla. Esta palabra se usa de 
forma descriptiva dado el aspecto de serpentina o anular que presentan las lesiones 
cutáneas con una apariencia de gusano enterrado en la piel (Kane et al. 1997).  
 
Las dermatofitosis son micosis superficiales que, aunque suelen estar restringidas al 
estrato córneo de la piel y sus apéndices, también pueden afectar la dermis y el tejido 
subcutáneo causando granulomas o pseudomicetomas (Chen et al. 1993; Smith et al. 
2001; Voisard et al. 1999). Debería replantearse la definición del término 
«dermatofitosis» tras el gran número de casos publicados que demuestran que estos 
hongos también afectan el tejido no queratinizado en pacientes con o sin desórdenes 
inmunológicos (Chastain et al. 2001; Ogawa et al. 1998; Sentamilselvi et al. 1998; 
Smith et al. 2001; Tsang et al. 1996). 
 
De acuerdo con su hábitat natural, los dermatofitos pueden dividirse en tres grupos 
ecológicos (Tabla 1):  
i) geofílicos:  comprenden especies que se encuentran en el suelo actuando 
como saprobios y que se nutren de la queratina allí existente (pelos, escamas y 
plumas) y pueden infectar tanto el ser humano como los animales  
 ii) zoofílicos:   comprenden especies que infectan los animales y éstos, a su 




iii) antropofílicos:     comprenden aquellas especies que infectan solamente el ser 
humano y que son transmisibles por contacto directo o indirecto (Spiewak et al. 
1998).  
          
                 
1.1.2. Revisión histórica 
Aunque el término «dermatofito» no fue empleado hasta el año 1882, las infecciones 
causadas por estos hongos son tan antiguas como la historia de la humanidad.  
 
Ya en el siglo I a. C., Aulus Cornelius Celsus describió en su tratado de medicina  
(Grieve 1837) la condición clínica de porrigo, que corresponde a la actual afección de 
tinea capitis tipo favus. Los antiguos griegos  llamaban a este tipo de infección achor-
scap y los romanos tinea, término que fue introducido en la micología médica por 
Cassius Felix. En el siglo XVII, los grandes maestros de la pintura representaban en 
sus cuadros niños con probables infecciones fúngicas del cuero cabelludo que 
confundían a menudo con la lepra (Fig. 1). 
 
Entre la época bíblica y la medieval, muchas personas infectadas con favus fueron 
aisladas erróneamente al confundirlas con leprosos. En el año 1837, Robert Remak 
fue el primero en observar unas estructuras microscópicas con aspecto de cocos y 
 
 
Tabla 1. Clasificación de los dermatofitos según su nicho 
ecológico 
 
Antropofílicos Zoofílicos   Geofílicos 
E. floccosum M. canis M. amazonicum 
M. audouinii M. gallinae M. cookei 
M. ferrugineum M. persicolor M. fulvum 
T. concentricum T. erinacei M. gypseum 
T. interdigitale T. mentagrophytes M. nanum 
T. rubrum T. simii M. praecox 
T. schoenleinii T. verrucosum M. racemosum 
T. tonsurans  T. ajelloi 
T. violaceum  T. phaseoliforme 
  T. terrestre 




bacilos provenientes de lesiones fávicas. Sin embargo, fue Johann Schonlein (Fig. 2) 
quien en 1839 reconoció el origen micótico de estas  infecciones   (Schoenlein 1839).  





demostrar que era infeccioso (Remak 1842). Entre 1841 y 1844, David Gruby 
demostró que la tinea tenía origen micótico (Gruby 1841). Este científico estudió las 
infecciones del cuero cabelludo y describió el parasitismo de tipo ectotrix causado por 













En 1892, Raimond Sabouraud (Fig. 3) estudió las tineas y los agentes causales de 
las mismas y publicó en 1910 el primer monográfico sobre micología médica, Les 
teignes (Sabouraud 1910), que clasificaba los dermatofitos en cuatro géneros: 
Figura 1. Cuadro del siglo XVII pintado por Ferdinand Bol titulado Los cuatro regentes 
del asilo para leprosos en Amsterdam; los regentes discutían si el niño tenía lepra o 
bien se trataba de favus. 
Figura 2. Johann Schonlein  




Achorion, Epidermophyton, Microsporum  y Trichophyton. Su laboratorio era 
considerado el centro de referencia para la micología médica en Europa. Aldo 
Castellani, investigador de dicho centro, describió uno de los dermatofitos más  




de la micología, destacan la descripción de métodos y medios de cultivo para el 
aislamiento e identificación de dermatofitos. En 1934 y en base a los trabajos de 
Sabouraud, Chester Emmons estableció la actual clasificación de los dermatofitos 
basada en las características morfológicas de los conidios (Emmons 1934). En 1958, 
Gentles revolucionó la terapia de la dermatofitosis al curar con griseofulvina oral 
cobayas infectadas. Nannizzi (Nannizzi 1927), Griffin (Griffin 1960) y Stockdale 
(Stockdale 1961) describieron los teleomorfos (estado sexual) de Microsporum 
gypseum. Dawson y Gentles descubrieron la fase teleomórfica del género 
Trichophyton (Dawson et al.1969).  
 
1.2. TAXONOMÍA 
Como hemos indicado, la primera propuesta taxonómica para la clasificación de los 
dermatofitos fue realizada por Emmons en 1934; los clasificó en tres géneros: 
Microsporum, Trichophyton y Epydermophyton. Dicha clasificación estaba basada en 
las características de los conidios, células reproducidas mediante una fase asexual, 
única forma de reproducción conocida hasta entonces. Sin embargo, a partir de 1960, 
varios estudios revelaron que los dermatofitos también podían reproducirse 
sexualmente mediante ascosporas (Griffin 1960, Nannizzi 1961); así pasaron a ser 
clasificados como ascomicetos dentro de la familia Gymnoascaceae. Currah (1985) 
estableció un esquema de clasificación taxonómica de los hongos queratinolíticos a 
Figura 3. Raimond Sabouraud 





partir de la morfología de las ascosporas, del tipo y organización del peridio y del tipo 
de sustrato en que estos hongos se desarrollan (queratina o celulosa) (Fig. 4). Los 
teleomorfos de los dermatofitos (Arthroderma y Nannizzia) fueron clasificados dentro 
de la familia de los Arthrodermataceae pertenecientes al orden Onygenales. 























Los dermatofitos se reproducen asexualmente mediante la formación de conidios 
unicelulares (intercalares o terminales) o pluricelulares (Fig. 5). Los conidios se forman 
por la fragmentación de una hifa fértil (artroconidios) o por la desarticulación de la 
parte apical de la hifa, dando lugar al desprendimiento de las células conidiales. En el 
caso de los conidios pluricelulares o macroconidios, el proceso de reproducción 
comienza con el engrosamiento de la parte apical de la hifa. Posteriormente, el conidio 
queda separado del resto de la hifa por la formación de un septo y continúa su proceso 
de maduración hasta que se desprende de la misma (conidiogénesis de tipo tálica) 
(Fig. 6). 
 






piel de animales, 
piel y pelo)  
                              Según Currah (1985) 
Figura 4. Criterios taxonómicos para la clasificación de los 















Aunque el esquema de clasificación clásica solo contempla los tres géneros 
mencionados, se ha descrito también un cuarto género: Keratinomyces  (De Hoog et al. 
2000). Dicho género sólo produce macroconidios (característica fundamental para ser 
diferenciado de los géneros Trichophyton y Microsporum ); y al ser de paredes 
gruesas, se diferencia del género Epidermophyton.  Keratinomyces solo incluye una 
especie, ceretanicus, la cual es psicrofílica (solo crece a temperaturas entre 15-17 ºC) 
y no es patógena.  
 
La actual taxonomía de los dermatofitos está basada en sus características 
morfológicas, ecológicas y genotípicas, y comprende diecinueve especies  para el 
género Trichophyton, trece especies para el género Microsporum y una especie para 
el género Epidermophyton (Tabla 2), aunque recientes estudios moleculares (Gräser 
et al. 2000) han indicado que los tres géneros clásicos de dermatofitos son artificiales 
(Fig. 7). 
 
Los diferentes tipos de conidios y otras estructuras morfológicas características de 
cada uno de los géneros anamorfos están representados en la Fig. 5.    
                
 Según Kwon-Chung &  Bennett  (1992) 






Figura 7. Árbol filogenético de la familia Arthodermataceae basado en el análisis de las  





Tabla 2. Especies aceptadas de  dermatofitos y  
sinónimos recientes 
Anamorfo/teleomorfo    Sinónimos 
Epidermophyton  
Epidermophyton floccosum - 
  
Microsporum  
M. amazonicum/A. borelli - 
M. audouinii M. langeronii 
 M. rivalieri 
M. canis/A. otae M. distortum 
 M. equinum 
M. cookei/A. cajetani  - 
M. duboisii - 
M. ferrugineum - 
M. fulvum/A. fulvum K. longifusus  
 M. boullardii 
 M. ripariae 
M. gallinae/A. grubyi M. vanbreuseghemi 
M. gypseum/A. incurvatum                      - 
M. gypseum/A. gypseum                      - 
M. nanum/A.obtusum - 
M. persicolor/A. persicolor - 
M. racemosa/A. racemosum - 
  
Trichophyton  
T. ajelloi/A. uncinatum T. ajelloi var. nanum 
 E. stockdaleae 
T. balcaneum T. abissinicon 
 T. immergens  
 T. radicosum 
T. bullosum - 
T. concentricum - 
T. erinacei/A. benhamiae T. mentagrophytes var. erinacei  
 T. proliferans  
T. flavences  
T. georgiae/A. ciferrii  - 
T. gloriae/A. gloriae - 
T. interdigitale/A. vanbreuseghemii T. batonrougei 
 T. candelaum 
 T. krajdenii 
 T. mentagrophytes var. interdigitale 
 T. mentagrophytes var. nodulare 
 T. mentagrophytes var. goetzii 
 T. rotundum 
 T. veruucosum var. autotrophicum 
T. mentagrophytes T. depresum 
 T. langeronii 
 T. mentagrophytes var. qui nckeanum 
 T. papilosum 
 T. sarkisovii 
T. phaseoliforme - 
T. rubrum T. circuvolutum 
 T. fischeri 
 T. fluviomuniense 
 T. kanei  





Continuación de la tabla 2. 
 
 
 T. meggninii 
 T. pedis 
 T. pervesii 
 T. raubitscheckii 
 T. rodhainii 
T. terrestre/A. insingulare - 
T. terrestre/A. iquadrifidum                      - 
T. terrestre/A. lenticulare                      - 
  
T. tonsurans  T. aerolatum 
 T. equinum var. autotrophicum 
 T. equinum var. equinum 
 T. floriforme 
 T. spadiceum 
 T. tonsurans var. crateriforme 
 T. tonsurans var. epilans  
 T. tonsurans var. sulfureum 
T. vanbreuseghemii/A. gertleri - 
T. verrucosum T. verrucosum var. album 
 T. verrucosum var. discoides  
 T. verrucosum var. ochraceum  
 T. verrucosum var. verrucosum 
T. violaceum T. glabrum 
 T. gourvilii 
 T. soudanense 
 T. violaceum var. indicum 
 T. yaoundei 
                                                                                  Según Gräser et al . 2000 
1.2.1.1. Género Microsporum  
Las especies del género Microsporum producen macroconidios en mayor cantidad que 
los microconidios. Los macroconidios son multiseptados y pueden tener hasta quince 
septos (generalmente son fusiformes). La pared celular puede ser delgada o gruesa y 
rugosa o lisa. Los microconidios son piriformes y suelen estar dispuestos bien a cada 
uno de los lados de las hifas, bien solos.  
 
1.2.1.2. Género Trichophyton  
Este género produce macroconidios en menor cantidad y microconidios en una mayor 
proporción que el género Microsporum . Los macroconidios son lisos, de pared delgada 
y pueden tener hasta once septos; son de paredes delgadas, dispuestos 
solitariamente o en racimos y de forma cilíndrica o de lápiz.  Los microconidios son 
piriformes o claviformes. 
1.2.1.3. Género Epidermophyton 
Los macroconidios son multicelulares, con forma de raqueta y sus paredes son lisas y 






Las características morfológicas macroscópicas y microscópicas de algunas especies de 








                                                                                 Según Emmons (1934) 
 
Figura 5. Tipos de conidios para los tres géneros anamorfos.  a) macroconidios; b) hifas espiralazas; 
c) cuerpos nodulares; d) microconidios;  e) artroconidios;  f) hifas en raqueta 
 
 











El género Arthroderrma se caracteriza por presentar gimnotecios con hifas peridiales 
verticiladas en forma de yugo o ramificadas dicotómicamente. Los ascos son 
esferoidales u ovales con pared evanescente; miden entre 3.9-8 x 3.5-7.5 µm  y en su 
interior tienen ocho ascosporas. Las ascosporas son ovales, de superficie lisa, hialinas 











Figura 8a. Colonias y conidios de algunas especies de dermatofitos.  








Figura 8b. Colonias y conidios de algunas especies de dermatofitos.  









    











Figura 9.  Estructuras sexuales del teleomorfo de algunas especies de dermatofitos. A) Gimnotecio de 
Arthoderma simii  B) a. ascosporas b. ascos, estructuras presentes dentro del gimnotecio de A. smii (barra = 1 




1.3.  INFECCIONES CAUSADAS POR DERMATOFITOS 
1.3.1.  Patogenia 
La principal forma fúngica infectiva de los dermatofitos son los artroconidios. Estas 
células son muy resistentes a las condiciones ambientales pudiendo sobrevivir durante 
largos períodos de tiempo (Hashimoto 1991). En el ser vivo, los artroconidios se 
adhieren fuertemente a la membrana externa de las células del estrato córneo. Estos 
se van desarrollando hasta formar hifas, las cuales van penetrando e invadiendo las 
células queratinizadas (Aijabre et al. 1993).  
 
La queratina es el sustrato que los dermatofitos necesitan para obtener los nutrientes 
necesarios para su desarrollo. Los dermatofitos metabolizan y digieren esta proteína 
gracias a la producción de lipasas, endopeptidasas, glucosidasas, nucleasas, 
queratinasas, colagenasas y elastasas. Estas enzimas, además de  favorecer la 
penetración y el desarrollo micelial en el tejido queratinizado, ocasionan en el huésped 
respuestas de tipo  inflamatorio.  
 
Algunas glicoproteínas inherentes al hongo así como el manano (componente de la 
pared celular del hongo) son capaces de inhibir la inmunidad  mediada por células 
(Blake et al. 1991) contribuyendo a que las lesiones sean crónicas. Algunos estudios 
han demostrado que otros componentes como la progesterona y algunos ácidos 
grasos insaturados inhiben el desarrollo micelial en el tejido (Heoprich et al. 1994). 
También se ha demostrado que las dermatofitosis pueden tener un componte genético 
(Piérard et al. 1996; Zaías et al. 1996).  
 
La patogenia suele ser diferente para cada género de dermatofito. Es decir, todos los 
dermatofitos son capaces de invadir el estrato córneo de la piel, pero solo algunos 
pueden invadir el pelo o las uñas. Por ejemplo, T. rubrum raramente invade el pelo y, 
en cambio, es muy frecuente en piel y uñas.  
 
Las dermatofitosis pueden adquirirse por contacto directo o indirecto con objetos 
contaminados (peines, cepillos, sombreros, calzado, instrumentos para limpiar las 
uñas o ropa).  La especie zoofílica M. canis puede afectar a varios miembros de una 
familia por contacto directo con animales de compañía (perros o gatos) o 




como portadores (Torres et al. 1993). Las infecciones causadas por T. 
mentagrophytes están asociadas a poblaciones rurales con criaderos de conejos.   
 
1.3.2.  Manifestaciones clínicas 
Las dermatofitosis presentan diferentes manifestaciones clínicas dependiendo del área 
anatómica afectada y de la especie implicada en la infección. Clínicamente, se suele 
utilizar la palabra latina tinea seguida de la zona del cuerpo afectada (ej: tinea capitis si 
la infección afecta al cuero cabelludo). Un individuo puede estar infectado por una o 
varias especies en varias áreas anatómicas correspondiendo cada foco infeccioso a 
una inoculación local.  
 
1.3.2.1.  Tinea capitis 
Esta dermatofitosis afecta la piel de la cabeza y/o el pelo principalmente en niños, 
aunque los adultos también pueden verse afectados. Pueden ser de dos tipos: 
 
• Inflamatorias: Son producidas principalmente por las especies T. tonsurans, T. 
violaceum, T. mentagrophytes y T. schoenleinii,  aunque algunas especies de 
Microsporum también pueden causar inflamación. Las lesiones se caracterizan por 
presentar desde numerosas pústulas foliculares y abscesos hasta la formación del 
llamado querion de Celso. Esta última lesión se caracteriza por la presencia de placas 
descamativas e inflamatorias adheridas al pelo y se manifiesta con eritema, edema, 
formación de costras y la presencia de abscesos. La lesión es dolorosa y suele 
acompañarse de fiebre y adenopatías retroauriculares y laterocervicales. Esta 
infección está causada por T. mentagrophytes y T. verrucosum. 
  
La tiña favosa o favus, es otro tipo de tiña inflamatoria caracterizada por la presencia 
de costras amarillentas, cóncavas con forma de cazoletas fávicas. Estas lesiones 
están provocadas por un conglomerado de hifas alrededor de la base del folículo 
capilar que ocasionan foliculitis y, más tarde, pueden dar lugar a alopecias 
cicatriciales. La localización más frecuente es en el cuero cabelludo, aunque puede 
extenderse también a la piel lampiña y las uñas. Esta infección es causada por T. 
schoenleinii y en menor proporción por M. gypseum. 
 
•    No inflamatorias: Las tiñas tricofíticas antropofílicas se caracterizan por 
presentar lesiones no inflamatorias que se manifiestan como una placa eritematosa 




aparecen fragmentados y ofrecen un aspecto de puntos negros. Esta infección es 
causada por T. tonsurans y T. violaceum.  
 
Las tiñas microspóricas se caracterizan por la presencia de una placa escamosa, 
blanquecina, de amplio diámetro y en la que se encuentran pelos parasitados de poca 
longitud. Los agentes causales son M. canis y M. audouinii. 
 
La infección en el pelo puede ser de dos tipos: ectotrix cuando los pelos están 
parasitados en su superficie afectando el tallo capilar; o de tipo endotrix cuando el pelo 
está infectado en su interior (Fig. 10). 
 
                  
 
 
1.3.2.2.  Tinea corporis 
Esta dermatofitosis localizada en el tronco, hombros, extremidades y cara afecta tanto 
a niños como adultos. La lesión típica se denomina herpes circinado o tinea circinada 
debido al aspecto anular de las lesiones que forman una circunferencia. Al comienzo 
de la infección, las lesiones presentan una pequeña placa escamosa que, con el 
tiempo, se va extendiendo sobre la piel. La manifestación clínica de este tipo de tinea 
es variable, por lo que puede confundirse con otras dermatosis. 
 
Estas infecciones pueden ser de tres tipos: 
• Inflamatorias: Las lesiones son poco eritomatosas y son generalmente 
causadas por Microsporum spp. 







• Inflamatorias agudas: Las lesiones son muy inflamatorias y eritematosas, 
compuestas de pústulas y vesículas; son generalmente causadas por Trichophyton 
spp.  
• Severas: En pacientes con alteraciones del sistema inmunitario, las lesiones 
pueden ser generalizadas. La infección del folículo piloso puede invadir el estrato 
dérmico de la piel ocasionando lesiones muy inflamatorias denominadas «granuloma 
de Majocchi» o «granuloma perifolicular». El principal agente causal es T. rubrum. 
 
El uso de esteroides tópicos puede cambiar la apariencia clínica de la tinea corporis y 
ocasionar tinea incognito. Otra forma de tinea corporis es la llamada tinea imbricata. 
Las lesiones se caracterizan por presentar círculos concéntricos y son causadas por T. 
concentricum .  
 
1.3.2.3.  Tinea unguium 
Reciben este nombre las dermatofitosis localizadas en las uñas de las manos y pies. 
El 90% de todas las onicomicosis están representadas por este tipo de tinea. Las uñas 
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Los agentes causales pertenecen a los tres géneros de dermatofitos, pero sin duda es 
T. rubrum el principal agente causal.  
 
Según Baran et al. (1998), las onicomicosis pueden clasificarse en cinco formas 
clínicas (Tabla 3).  
  
 i) Onicomicosis subungual distal-lateral (OSDL): Es la forma clínica más 
común. La infección comienza en el borde libre y los laterales de la parte 
ventral de la uña (hiponiquio).  
ii) Onicomicosis blanca superficial (OBS): Afecta principalmente a la 
tercera y cuarta uña de los pies. La infección comienza por la superficie 
dorsal de la placa de la uña. 
iii) Onicomicosis subungual proximal (OSP): La uña comienza a ser 
invadida por la parte proximal (lúnula). Esta forma clínica puede, a su vez, 
englobar otro tipo de manifestación muy común en individuos 
inmunocomprometidos denominada onicomicosis blanca subungual 
proximal, la cual afecta principalmente la primera uña del dedo del pie. 
iv) Onicomicosis endonix (OE): Esta forma clínica ha sido recientemente 
introducida en la clasificación. Está asociada a infecciones del cuero 
cabelludo causadas por T. tonsurans o T. violaceum. En este caso, la 
infección comienza por la zona superficial de la uña e invade las capas 
profundas de la placa ungueal.  
v) Onicomicosis distrófica total (ODT): Es la forma más severa. La uña está 
afectada en su totalidad. 
 
1.3.2.4.  Tinea pedis 
Tinea pedis es la infección más común causada por dermatofitos (Weeks et al. 2003). 
Afecta a los espacios interdigitales de los dedos y a la planta de los pies. También 
llamada «pie de atleta» debido a su elevada frecuencia entre los deportistas, 
probablemente debido al uso frecuente de calzado cerrado.  El principal agente causal 
es T. rubrum (Rippon et al. 1988; Weeks et al. 2003). 
Esta dermatofitosis suele presentar tres formas clínicas: 
      
• Inflamatoria: Presencia de lesiones vesiculares generalmente en la región 
dorsal del pie generalmente acompañadas de prurito y dolor. 
• Interdigital: Lesiones macerativas y descamativas generalmente en el  




• Mocasín: Lesiones eritematosas y descamativas de la planta del pie. Estas 













1.3.2.5. Otras dermatofitosis 
Otras dermatofitosis menos comunes son tinea cruris (dermatofitosis en las ingles), 
tinea manuum (dermatofitosis en las manos) o tinea barbae (dermatofitosis en la 
barba). En pacientes inmunodeprimidos, suelen presentarse dermatofitosis atípicas 
(Lestringant et al. 1988; Porro et al. 1997; Walsh et al. 1999) donde el hongo infecta el 
tejido no queratinizado y provoca micetomas (Chen 1993; Rinaldi et al. 2000) u 
ocasiona dermatofitosis diseminadas (Porro et al. 1997). 
 
1.3.3.  Epidemiología 
A nivel de salud pública, conocer la epidemiología de las dermatofitosis es muy 
importante para poder controlar estas infecciones. Entre los factores predisponentes, 
podemos destacar la ocupación profesional y determinados  hábitos y costumbres de 
los individuos.  
 
Las características epidemiológicas para cada tipo de dermatofitosis son diferentes. 
Tinea capitis afecta principalmente a niños entre tres y siete años. Se desconoce la 
cifra exacta de su incidencia así como los factores que predisponen al huésped a 
contraer esta infección (Williams et al. 1995). Tinea capitis puede ocasionar brotes 
 
 
Tabla 3. Formas clínicas de T. unguium 
Forma clínica Apariencia de la uña Principal agente causal 
OSDL T. rubrum 
 
Hiperqueratosis subungueal con decoloración 
(uña amarillenta-parduzca)  
OBS Manchas blancas en forma radial T. interdigitale 
OSP Hiperqueratosis, leuconiquia, onicólisis T. rubrum 
OE Aparentemente normal; hiperqueratosis y  T. tonsurans, T. violaceum 
 onicólisis ausentes; presencia de manchas  
 blancas e indentaciones transversales  





epidémicos tanto en áreas urbanas como en colegios, mientras que en otros tipos de 
dermatofitosis, los brotes epidémicos son muy raros.  
Tinea corporis afecta tanto a niños como adultos; sin embargo, prevalece en personas 
que viven en climas húmedos y cálidos. Los factores que predisponen a contraerla 
incluyen: el contacto con animales de compañía (gatos o perros), ganado vacuno o 
caballos, condiciones de vida insalubres, uso de gimnasios, determinadas 
ocupaciones (agricultores y jardineros) e individuos con diabetes mellitus o infectados 
con VIH (Weeks et al. 2003).  
Tinea unguium afecta a un 15-20% de individuos entre cuarenta y sesenta años 
alcanzando una incidencia de hasta el 48% entre la población mayor de setenta años 
(Roseeuw et al. 1999).  En niños, esta afección es menos frecuente con un rango de 
prevalencia mundial entre 0-2.6% (Gupta 1997). Otro tipo de población afectada son 
los deportistas, entre los que llega a tener en algunos casos una incidencia del 89% 
(Baran et al. 2001). Entre los factores que favorecen la tinea unguium se encuentran: 
el mal uso del calzado (muy cerrado o apretado), traumatismos tanto físicos como 
químicos y factores genéticos (Zaías et al. 1996). Dado que las dermatofitosis no son 
infecciones de declaración obligatoria, es difícil conocer cifras exactas sobre su 
incidencia y prevalencia en nuestro país. 
 
1.3.4.  Diagnóstico en el laboratorio 
Para realizar un buen diagnóstico de las dermatofitosis es fundamental: 
§ Tomar adecuadamente la muestra 
§ Transportarla y procesarla correctamente 
§ Disponer de personal experimentado para poder realizar una buena 
interpretación del examen directo 
§ Utilizar medios de cultivo adecuados 
§ Poder identificar el dermatofito a nivel de especie  (Cuetára, 2001) 
 
1.3.4.1.  Procesamiento de la muestra 
a) Toma de la muestra 
La toma de la muestra debe realizarse antes de que se instaure cualquier tratamiento. 
Las muestras de piel, pelos o uñas se obtendrán después de una desinfección de la 
zona afectada con etanol de 70º.  
 
En las lesiones con descamación, se realiza un raspado del borde de la lesión 




portaobjetos. Otra técnica útil consiste en frotar la lesión con un cuadrado de moqueta  
a partir del cual se realiza posteriormente el cultivo (Mariat et al. 1976). En la tinea 
capitis y antes de la toma de la muestra, los pelos deben examinarse bajo la lámpara 
de Wood que emite una luz ultravioleta de 365 nm de longitud de onda. Los pelos 
parasitados emiten una fluorescencia verde. Estos pelos son friables y se arrancan 
con facilidad al rascar con el escalpelo. En las tineas de tipo tricofítico, el diagnóstico 
suele ser más difícil. En este caso, es útil la técnica del cepillado descrita por 
Mackenzie et al. (1963). Dicha técnica consiste en cepillar enérgicamente el pelo con 
un cepillo de plástico estéril; posteriormente, se introducen las púas del cepillo en el 
medio de cultivo. En las formas inflamatorias muy supurativas del tipo querion, la 
muestra se toma del material purulento mediante torundas estériles. Las pinzas son 
útiles para obtener pelos parasitados en la tinea barbae. La toma de muestra de las 
uñas varía en función del área afectada. En el caso de las onicomicosis subungueales, 
la muestra bien se toma del material subungueal, o bien pueden cortarse pequeños 
trozos de la parte más proximal de la uña con unos alicates. En las onicomicosis 
distales, proximales o dorsales es necesario romper la superficie de la uña para 
conseguir una muestra adecuada. Cuando la uña está afectada superficialmente, la  
toma de muestra se realiza raspando la parte superficial de la misma con un escalpelo.  
Las escamas, pelos, costras o raspados de uñas se depositan entre dos portaobjetos 
flameados o en pequeñas porciones de papel para su transporte al laboratorio. 
 
b) Examen microscópico 
El examen microscópico es una técnica rápida y senc illa que permite visualizar los 
elementos fúngicos presentes en las muestras. Para ello, se utilizan sustancias que 
favorecen la disgregación de la queratina y aclaran la preparación. Uno de los 
reactivos clásicos más usados es el hidróxido de potasio (KOH) (Fig. 12 A), que puede 
mezclarse con dimetil sulfóxido (DMSO), lactofenol, glicerina o con un colorante 
fluorescente como el blanco de calcoflúor (CW). Este fluorocromo se fija 
selectivamente a la quitina de la pared celular del hongo y las estructuras fúngicas se 
ven fluorescentes cuando las observamos con un microscopio de fluorescencia (Fig. 
12 B). El examen directo realizado con la técnica de calcoflúor presenta una gran 
utilidad en el diagnóstico de las infecciones fúngicas, incluyendo las dermatofitosis 








c) Cultivo de la muestra 
La muestra se siembra en medios de cultivos generales para  dermatofitos. El medio 
de aislamiento más utilizado es el de agar glucosado de Sabouraud, al que pueden 
añadirse antibióticos como el cloranfenicol y la gentamicina para inhibir la 
contaminación bacteriana, o la cicloheximida para inhibir el crecimiento de hongos 
contaminantes. Otro medio de aislamiento de dermatofitos es el Dermatophyte Test 
Medium (DTM). Los dermatofitos producen una alcalinización del medio, el cual 
cambia de amarillo a rojo. El color permanece inalterado cuando se trata de otro hongo 
o levadura. 
 
1.3.4.2.  Identificación del aislamiento  
a) Medios de cultivo 
Cuando en los medios de cultivo de aislamiento las colonias desarrollan poco 
crecimiento o su morfología es inespecífica, recurriremos a la siembra en medios de 
cultivo selectivos. Entre ellos, cabe destacar:  
 
§ Medio basado en granos de arroz  
Es útil para diferenciar entre cepas disgónicas de M. canis y cepas de M. 
audouinii. M. canis desarrolla abundantes macroconidios típicos en este medio 
mientras que M. audouinii no crece (Fig. 13). 
A B 
Figura 12. Examen directo de una muestra de uña con hifas típicas de dermatofitos.  
A) Observación con KOH (campo brillante, X40) B) Observación con CW (330-380nm, 







§ Agar de patata dextrosa y agar de harina de maíz 
Además de estimular la esporulación de los dermatofitos, estos medios estimulan la 
producción de pigmentos de algunas especies como T. rubrum.  
 
§ Medio lactrimel de Borelli (1962) 
Estimula la esporulación de las cepas en general. 
 
§ Agar Trichophyton 
Consta de una batería de siete medios que se utilizan en la identificación de especies 
del género Trichophyton en base con sus requerimientos nutricionales, especialmente 
de vitaminas (Georg et al. 1957). El agar Trichophyton nº 1 tiene como medio base la 
caseína; los medios del 2 al 5 contienen el agar base con los siguientes aditivos: nº 2 
inositol, nº 3 inositol y tiamina, nº 4 tiamina, nº 5 ácido nicotínico, nº 6 nitrato de 
amonio; y el nº 7 contiene nitrato de amonio e histidina. 
 
b) Otras pruebas utilizadas 
§ Prueba de la ureasa 
Es útil para diferenciar T. rubrum de T. mentagrophytes. Un cambio de color del medio 
de amarillo a fucsia indica que la reacción es positiva (T. mentagrophytes), mientras 
que si el medio permanece inalterado indica que la reacción es negativa (T. rubrum). 
 
§ Agar de peptona 
Figura 13. Medio de granos de arroz. Crecimiento 




Es útil para diferenciar M. persicolor de T. mentagrophytes. Las colonias de M. 
persicolor presentan una coloración rosa mientras que las de T. mentagrophytes son 
blancas o color crema. 
 
§ Perforación del pelo in vitro (Ajello et al. 1957) 
Esta prueba es útil para diferenciar T. mentagrophytes de T. rubrum. La positividad de 
esta prueba se manifiesta por la presencia de perforaciones transversales en forma de 
cuña en el pelo inoculado (Fig. 14). 
 
c) Examen de los cultivos 
La identificación de los aislamientos se basa en el estudio de los caracteres macro y 




la velocidad de crecimiento, la textura (algodonosa, pulverulenta, vellosa, etc.),  la  
forma (plana, cerebriforme, plisada), el color  de las colonias así como también la 
presencia de exudados y de pigmentos en el medio. Sin embargo, debido a la gran 
variabilidad fenotípica que tienen los dermatofitos, estos hongos se identifican por las 
características microscópicas siguiendo el patrón de identificación propuesto por 
Emmons (1934) 
 
1.4. TRATAMIENTO DE LAS DERMATOFITOSIS: ANTIFÚNGICOS TÓPICOS 
Y SISTÉMICOS 
En la actualidad, existen numerosos antifúngicos para el tratamiento de las 
dermatofitosis. La terapia puede ser tópica, sistémica o una combinación de ambas 
dependiendo de la localización, extensión y severidad de las lesiones, la edad del 




paciente y la especie de dermatofito involucrada en la infección (Berg et al. 2001; 
Gupta et al. 2004; Milikan 2001).  
 
Los antifúngicos de acción tópica se aplican localmente en la lesión y pueden 
presentarse en forma de geles, cremas, soluciones, polvos, lacas de uñas o 
ungüentos. En general, se usan como terapia profiláctica cuando las lesiones son 
superficiales y localizadas o en pediatría (Albanese et al. 1992; Gupta 2003; Weinstein 
et al. 2002). Sin embargo, existen varios estudios clínicos que indican que este tipo de 
terapia suele fracasar con tinea unguium, tinea capitis o tinea pedis (Cervera et al. 
2001).  
El éxito de la terapia tópica en el tratamiento de las dermatofitosis depende de factores 
relacionados con el agente causal y también con las propiedades físico-químicas del 
antifúngico (Seebacher 2004). 
 
El consumo de antifúngicos tópicos en España ha incrementado considerablemente en 
los últimos años; el ketoconazol (27%) es el antifúngico más prescrito, seguido por el 
clotrimazol (17%) y el miconazol (14%). Este hecho podría deberse a que los 
antifúngicos tópicos ocasionan menos efectos adversos que los sistémicos y, por ello, 
se prescriben con menos limitaciones ante cualquier sospecha diagnóstica (Cervera et 
al. 2001). 
 
Los antifúngicos de acción sistémica están indicados principalmente en tinea capitis, 
tinea unguium y en las dermatofitosis severas o diseminadas en pacientes 
inmunodeprimidos (Elewski et al. 2000; Hainer et al. 2003; Milikan 2001; Rubio et al. 
1999). Aunque existe un gran arsenal de antifúngicos tanto tópicos como orales para 
el tratamiento de las dermatofitosis, el éxito de curación en pacientes con tinea 
unguium es muy bajo, con una tasa de fracaso alrededor del 35% (Hay 2001). En 
estos casos, se recomienda la terapia combinada (Baran et al. 2000; Lecha 2001; 
Seebacher 2003). 
 
De acuerdo con el grupo químico al que pertenecen, los antifúngicos se clasifican en:  
 
1.4.1. Azoles 
Características: Los azoles constituyen un grupo de compuestos sintéticos formados 





Figura 15. Mecanismo de acción de las alilaminas y azoles 
 
 
átomos de hidrógeno a otros anillos aromáticos. Los azoles pueden ser imidazoles  o 
triazoles, según tengan dos o tres atómos de nitrógeno en su anillo respectivamente.  
 
Mecanismo de acción: Los azoles inhiben la actividad de la enzima 14-a-desmetilasa 
bloqueando la desmetilación de lanosterol a ergosterol, componente principal de la 
membrana celular de los hongos. Como consecuencia de ello, se altera la membrana 







En la actualidad, todos los imidazoles que están disponibles comercialmente son 
antifúngicos tópicos con excepción del ketoconazol, que puede también ser oral. El 
uso de los imidazoles se limita sólo al tratamiento de las micosis superficiales. La 
estructura química de los principales imidazoles está representada en la Fig. 16. 
Dentro de este grupo, los más utilizados para el tratamiento de la dermatofitosis son:  
 
• Clotrimazol  
Antimicótico de amplio espectro, activo frente a levaduras, dermatofitos y otros hongos 
filamentosos así como también frente a determinadas bacterias grampositivas y 













tratamiento de las dermatofitosis de la piel así como también en la pitiriasis versicolor y 
en las candidiasis cutáneas o vaginales. Su forma de presentación suele ser en forma 
de crema al 1%. Este tipo de formulación tiene la ventaja que puede ir acompañada de 
un corticosteroide (dipropionato de betametasona), que contribuye a la reducción de la 
inflamación de la zona afectada.  
 
• Ketoconazol 
Este antimicótico en su forma tópica es tá indicado en el tratamiento de dermatofitosis, 
dermatitis seborreica, pitiriasis versicolor y candidiasis cutáneas. Suele presentarse en 
forma de crema al 2%, gel o polvo. El ketoconazol en comprimidos o en suspensión 
está indicado para el tratamiento de blastomicosis y paracoccioidomicosis (Chapman 
et al. 2000; Restrepo et al. 1994) o en el tratamiento de algunas parasitosis como las 
producidas por Leishmania o Plasmodium (Vera et al. 1991). Sin embargo, como 
antifúngico oral es poco utilizado debido a su hepatotoxicidad.  
 
• Miconazol 
Está indicado en el tratamiento de las dermatofitosis, micosis post-antibiótico, 
candidiasis cutáneas en lactantes y pitiriasis versicolor. Puede presentarse 
tópicamente como aerosol al 0.87%, loción, crema al 2% o en polvo. La terapia oral 




Este antifúngico tiene acción fungicida y es activo frente a un amplio espectro de 
hongos incluyendo los dermatofitos, Scopulariopsis, levaduras de los géneros Candida 
y Malassezia (Carrillo-Muñoz et al. 2004; Torres-Rodriguez et al. 1993). Se presenta 
en forma de polvo, crema al 2% o solución. 
 
• Eberconazol  
Este antifúngico de amplio espectro es activo frente a levaduras, dermatofitos e incluso 
frente a bacterias grampositivas (Torres-Rodriguez et al. 1999). Recientemente, se ha 
demostrado que el eberconazol en forma de crema al 1% es más efectivo que el 







• Otros imidazoles  
Otros antifúngicos tópicos como el bifonazol, el tioconazol, el terconazol, el econazol y 
el flutrimazol también pueden ser efectivos en el tratamiento de las dermatofitosis 
(García et al. 1992; Pereiro  et al. 1995). 
 
b) Triazoles 
Los triazoles son moléculas con un amplio espectro de acción; son menos tóxicas y 
más estables metabólicamente que los imidazoles. Están indicadas en el tratamiento 
de las micosis tanto superficiales como sistémicas. La estructura química de los 




Es un antifúngico altamente lipofílico con un amplio espectro de acción. Está indicado 
en las distintas formas de dermatomicosis, candidosis mucocutánea y dermatofitosis. 
Clotrimazol Miconazol 
Ketoconazol 




Destaca su efectividad sobre Aspergillus spp y hongos dimórficos. Se administra en 
cápsulas, solución oral e intravenosa. 
  
• Fluconazol 
Este triazol se caracteriza por ser hidrosoluble, lo que le confiere una alta 
biodisponibilidad. Debido a su buena absorción y baja toxicidad, este antifúngico se ha 
convertido en el más usado para quimioprofilaxis y en la terapia de la candidosis en 
pacientes con VIH+. Es muy activo frente a Candida spp y hongos dimórficos. En 
Europa, es poco utilizado en el tratamiento de las dermatofitosis. Está disponible en 
cápsulas, polvo para suspensión y solución intravenosa. 
 
• Voriconazol 
Este nuevo triazol está indicado principalmente en el tratamiento de infecciones 
sistémicas causadas por Aspergillus spp, Scedosporium apiospermun y otros hongos 
oportunistas. Presenta una buena actividad in vitro frente a Malassezia spp y 
dermatofitos (Gupta et al.  2000; Favre et al. 2003),  pero no tiene licencia para el 
tratamiento de estas micosis.  
 
• Posaconazol 
Este nuevo triazol tiene un espectro de actividad muy amplio e incluye levaduras del 
género Candida y Cryptococcus, por lo que muestra una buena actividad incluso frente 
a cepas de C. albicans resistentes al fluconazol (Carrillo-Muñoz et al. 2005). Es activo 
frente a hongos dimórficos y otros hongos filamentosos como el Aspergillus spp  (Imai 
et al. 2004; Meletiadis et al. 2002), aunque es poco activo frente al Fusarium y S. 
apiospermun (Meletiadis et al. 2002). Este antifúngico presenta una excelente 
biodisponibilidad. 
 
• Ravuconazol y albaconazol  
Son antifúngicos que actualmente están en fase de desarrollo. Son activos in vitro 
frente a levaduras y hongos filamentosos (incluidos los dermatofitos) (Carrillo-Muñoz et 
al. 2001). En estudios con modelos animales infectados con Scedosporium prolificans, 










Características: Son compuestos altamente lipofílicos que alcanzan concentraciones 
terapéuticas en tejido adiposo, uñas y piel, por lo que están indicados principalmente 
en el tratamiento de las dermatomicosis (Elewski 1998). Son compuestos con baja  
toxicidad. 
 
Mecanismo de acción: El mecanismo de acción de las alilaminas consiste en la 
inhibición de la actividad de la enzima escualeno-epoxidasa, impidiendo la síntesis del 
lanosterol (actividad fungistática). Por tanto, la vía enzimática es bloqueada en un 
paso anterior al inhibido por los azoles (Fig. 15). Como resultado de ello, el escualeno 
acumulado en la célula fúngica provoca la muerte celular (actividad fungicida). Los 
principales representantes de esta clase de antifúngicos son: 
 
§ Terbinafina 
Este compuesto fue desarrollado en 1981 y destaca por su buena actividad in vitro 
frente a dermatofitos (Hazen 1998); en cambio, frente a  levaduras y otros hongos 
filamentosos, su actividad es variable (Darkes et al. 2003). La terbinafina es usada 
como tratamiento de elección en pacientes con cromoblastomicosis (Esterre et al. 
2004), pero también es efectiva en el tratamiento de micosis subcutáneas (Hay 1999). 




Recientes estudios in vitro han demostrado que este antifúngico presenta una buena 
actividad frente a la fase levaduriforme de Sporothrix schenckii (Kohler et al. 2004; 
Trilles et al. 2005).  
Es considerado como el antifúngico ideal para el tratamiento de las dermatofitosis, 
especialmente de tinea unguium y tinea capitis (Darkes et al. 2003). Debido a su 
naturaleza altamente lipofílica, penetra y se distribuye favorablemente en todos los 
tejidos (especialmente en las uñas). Está disponible en cápsulas, crema al 1%, aerosol 
al 1%, gel al 1% y solución al 1%.  
 
§ Naftifina 
Este antifúngico de acción tópica presenta una buena actividad fungistática y fungicida 
in vitro frente a dermatofitos. En clínica, esta alilamina ha mostrado buenos resultados 
en el tratamiento de la tinea corporis o cruris; sin embargo, es poco activa frente a 
tinea pedis (Monk et al. 1991) y no es activa frente a levaduras. Está disponible en 
crema al 1% o en solución. 
 
1.4.3. Derivados de morfolina 
Características. Estos compuestos tienen actividad fungistática y fungicida. 
 
Mecanismo de acción. Actúan bloqueando la producción del ergosterol e 
inhibiendo la enzima 14-alfa-reductasa y la 7-delta-8-isomerasa. El principal 
representante de este grupo es: 
 
• Amorolfina 
Este antifúngico tópico es activo frente a dermatofitos y Candida. Es un antifúngico de 
amplio espectro que vehiculizado en forma de laca al 5% es efectivo para el 




La griseofulvina fue el primer antifúngico oral utilizado en el tratamiento de las 
dermatofitosis. Es un antibiótico natural producido por varias especies de Penicillium, 
especialmente P. griseofulvum. Su espectro está restringido a dermatofitos y carece 
de actividad frente a otros hongos patógenos. Su acción es fungistática al interrumpir 





• Ciclopirox olamina 
Pertenece a la familia de las hidroxipiridonas. Ciclopirox olamina es un antifúngico 
sintético dotado de un buen poder de penetración en la dermis. Actúa inhibiendo la 
absorción de iones de potasio, fosfatos y aminoácidos. Está indicada en el tratamiento 
de las dermatofitosis de piel y uñas, pitiriasis versicolor y candidiasis vaginal (Gupta et 
al. 2004) Se comercializa como crema, solución, gel y laca de uñas al 8%. 
 
1.5. DETERMINACIÓN DE LA ACTIVIDAD IN VITRO DE LOS 
ANTIFÚNGICOS 
El desarrollo de los métodos para la determinación de la sensibilidad in vitro de los 
hongos patógenos a los antifúngicos es muy reciente y ha ido asociado al incremento 
de las infecciones por hongos oportunistas registrado en los últimos años. Durante 
mucho tiempo, dichas técnicas no fueron consideradas de interés; así, en la década de 
los 80,  aún no se disponía de métodos de referencia para los hongos a pesar de que 
sí existían desde hace mucho tiempo para bacterias.  
 
La iniciativa para la estandarización de métodos in vitro reproducibles que sirvieran de 
guía para la instauración y seguimiento del tratamiento antifúngico se debe al National 
Committee for Clinical Laboratory Standards (NCCLS) de Estados Unidos. El objetivo 
principal inicial consistió en la estandarización de los principales parámetros 
metodológicos de los ensayos in vitro como la temperatura y el tiempo de incubación, 
la concentración de inóculo, el punto de lectura, el medio de cultivo, etc. En estos 




1.5.1.1.  Métodos de referencia 
a) Métodos de referencia para levaduras 
En 1982, el NCCLS creó un subcomité con la finalidad de establecer protocolos de 
referencia para determinar la sensibilidad antifúngica in vitro a las levaduras. Sin 
embargo, no se publicó el primer documento (M27-P) (NCCLS, 1992) hasta 1992. Se 
propuso el método de dilución en caldo para levaduras del género Candida y 
Cryptococcus neoformans, que se fue perfeccionando para dar lugar en 1995 al 
documento M27-T (NCCLS, 1995) y, en 1997, al M27-A (NCCLS, 1997). Este último 
protocolo hace referencia tanto a métodos de microdilución como de macrodilución en 




corte para fluconazol, itraconazol y 5-fluorocitosina. Sin embargo, debido a que este 
método presentaba algunas dificultades en la determinación de la concentración 
mínima inhibitoria (CMI) de los azoles, se elaboró el nuevo documento M27-A2 
(NCCLS, 2002). Este documento recomienda una adición del 2% de glucosa al medio 
y una determinación de las CMI a las 24 horas para una mejor interpretación de la 
lectura. Este método también presenta importantes limitaciones ya que no incluye la 
forma de crecimiento de levadura de los hongos dimórficos como Blastomyces 
dermatitidis, Histoplasma capsulatum o Sporothrix schenckii y no describe rangos de 
CMI ni puntos de corte para equinocandinas o nuevos triazoles. 
 
Aunque para levaduras ya existen dos métodos estandarizados en medio líquido,  el 
NCCLS, en su interés por desarrollar un método menos laborioso y más próximo al 
estandarizado con bacterias, publicó en 2003 el documento M44-P (NCCLS, 2003). 
Este documento propone el método de difusión en agar para determinar la sensibilidad 
de Candida spp frente a fluconazol y voriconazol. El método es mucho más sencillo y 
barato de realizar y la lectura es más fácil de interpretar que los métodos de macro y 
microdilución. El método de difusión en agar muestra una excelente correlación con el 
método de microdilución (Pfaller et al. 2003), aunque el medio de cultivo usado (agar 
Mueller-Hinton con un 2% de glucosa y 0.5 µg/ml de azul de metileno) es diferente del 
recomendado en el método de referencia de macro y microdilución (RPMI). Los puntos 
de corte sólo están establecidos para el fluconazol. 
 
b)  Métodos de referencia para hongos filamentosos 
En 1998, se publicó el primer documento (M38-P) (NCCLS, 1998) que describe un 
método de referencia para determinar la sensibilidad in vitro de los hongos 
filamentosos a los antifúngicos. Sin embargo, los primeros estudios demostraron una 
falta de correlación con los resultados in vivo. Debido a ello, se llevaron a cabo nuevos 
trabajos para intentar establecer las condiciones más apropiadas para obtener una 
buena concordancia. Los resultados derivados de esos estudios se reúnen en el 
documento M38-A (NCCLS, 2002). Dicho documento recomienda los métodos de 
microdilución y macrodilución para Rhizopus spp., Aspergillus spp., Fusarium spp., 
Sporothrix schenckii y Pseudallescheria boydii. Sin embargo, los métodos de 
referencia para hongos filamentosos presentan una serie de limitaciones ya que no 
incluyen algunos hongos filamentosos de importancia clínica como los dermatofitos o 
los hongos dimórficos; además, este documento no aporta puntos de corte para 




Las condiciones de ensayo de los métodos de referencia para determinar la 
sensibilidad antifúngica in vitro frente a levaduras y hongos filamentosos están 
representadas en la Tabla 4. 
 
1.5.1.2. Métodos comercializados 
Los métodos de referencia tanto para levaduras como para hongos filamentosos son 
métodos poco prácticos, complejos y muy laboriosos para ser realizados 
rutinariamente en un laboratorio de microbiología. Para paliar esta dificultad, se han 
desarrollado métodos comerciales más sencillos y de más fácil ejecución. Entre ellos, 
tenemos: 
 
a) Sensititre YeastOne® 
Este método de microdilución se basa en la dilución del antifúngico en medio líquido 
usando RPMI 1640 con glucosa y con un indicador de pH (azul Alamar®). Cuando se 
produce crecimiento del hongo, la actividad metabólica oxida el indicador presente en 
el medio, que cambia de azul a rosa. Datos obtenidos por varios autores (Carrillo-
Muñoz et al. 1999; Espinel-Ingroff et al. 1999) han mostrado un alto porcentaje de 
concordancia  entre el Sensititre YeastOne®  y el método de referencia para Candida 
spp. y Cryptococcus spp. Este método ha sido poco estudiado con hongos 
filamentosos y, en el caso de Aspergillus fumigatus, se ha obtenido una baja 
concordancia con el método de referencia (Jahn et al. 1996).  
 
b) Neo-sensitabsTM 
Este método se basa en la difusión del antifúngico en forma radial sobre el agar 
creando un gradiente de concentración. Así, en función del diámetro de inhibición 
obtenido, la cepa se clasifica como sensible, moderadamente sensible o resistente. El 
método está estandarizado solamente para bacterias y levaduras (Rosco, 2004). Los 
diámetros de las zonas de inhibición con este método muestran una buena correlación 
con las CMI obtenidas con el método de microdilución (NCCLS) (Carrillo et al. 1999). 
Los antifúngicos están comercializados en forma de discos o tabletas. No está 
estandarizado para hongos filamentosos. 
 
c)  Etest® 
Es un método basado en medio sólido que se basa en la difusión en el agar de varias 
concentraciones de antifúngicos incorporados a una tira de plástico inerte, la cual da 




realizar, con un alto grado de reproducibilidad y una buena concordancia con el 
método de microdilución del NCCLS.  
 
Estudios comparativos entre el Etest® y el método de referencia han mostrado una 
excelente correlación en el caso de levaduras del género Candida y Cryptococcus 
(Pfaller et al. 1998). En el caso de los hongos filamentosos, existen pocos estudios 
comparativos con el método de referencia, pero los pocos datos de los que 
disponemos muestran resultados muy esperanzadores (Meletiadis et al. 2002; Szekely 
et al. 1999). 
 
d) ASTY colorimetric panel® y Fungitest® 
Son métodos colorimétricos también comercializados para determinar la sensibilidad 
antifúngica de las levaduras. El ASTY colorimetric panel se ajusta más a las 
condiciones de experimentación del método de referencia, mientras que el Fungitest® 
presenta problemas para detectar cepas resistentes al fluconazol e itraconazol 
(Carrillo-Muñoz et al. 2001). 
 
1.5.1.3. Otros métodos 
a) Método de dilución en agar 
Este método clásico es considerado como el método estándar para determinar la 
sensibilidad de las bacterias a los antibacterianos. En el caso de los hongos, ha 
demostrado ser útil para determinar la sensibilidad antifúngica de cepas de Candida 
spp y Cryptococus spp al fluconazol y ha presentado una buena correlación con el 
método de referencia. Es un método económico, fácil y rápido de realizar. Sin 




Características                                                                                   Levaduras                                                             Hongos filamentosos       
Documento M27-A2                           M44-P M38-A 
Métodos Microdilución   Difusión con discos Microdilución 
 Macrodilución   Macrodilución 
 
Antifúngicos a 
AMB, FLC, 5-FC, ITC, KTC, POS, 
RVC, VRC 
VRC y FLC AMB, K  AMB, FLC, 5-FC, ITC,  KTC, POS, 
RVC, VRC 
Medio de cultivo RPMI Agar Müller-Hinton con 2% de glucosa y 





5 x 102 - 2.5 x 103 
 
1 x 106-5 x 106 
 
0.4 x 104-5 x 104 
Temperatura 35ºC 35ºC 35ºC 
Tiempo Macrodilución 20-24 h Macrodilución y microdilución 
 46-50 h Candida; 70-74 h Cryptococcus                  21-74  h 
 Microdilución   
 48 h Candida; 72 h Cryptococcus    
Punto de lectura  b Macrodilución Zona de inhibición de crecimiento  Macrodilución y microdilución 
 AMB: CMI-0   alrededor del disco (mm) AMB, ITC, VRC, POS, RVC: MIC-0 
 5-FC y azoles: CMI-1  KTC, FLC y 5-FC: MIC-2 
 Microdilución   
 AMB: CMI-0   
 5-FC y azoles: CMI-2   
a AMB: anfotericina B; KTC: ketoconazol; ITC: itraconazol; POS: posaconazol; RVC: ravuconazol; VRC: voriconazol; FLC: fluconazol; 5-FC: 5-fluorocitosina.  
b CMI-0, CMI-1, CMI-2: 100%, 75-80% y 50% de inhibición de crecimiento, respectivamente, comparado con el control de crecimiento.  
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Interés y objetivos 
Algunos profesionales de las ciencias de la salud consideran las dermatofitosis como 
un problema meramente cosmético, de poca importancia. Sin embargo, el impacto real 
que tienen estas infecciones sobre la calidad de vida de los pacientes puede ser 
considerable (Shaw et al. 2002; Tom et al. 1999). Ello es especialmente importante en 
pacientes con dermatofitosis crónicas como la tinea pedis o las onicomicosis, en las 
que la terapia disponible es poco efectiva. En el caso de las onicomicosis, el fracaso 
terapéutico puede llegar a ser del 25% (Lambrich et al. 2002). En el caso de la tinea 
pedis tipo mocasín causada por T. rubrum, la infección puede persistir durante años 
(Leyden et al. 1993) y las recidivas son frecuentes en un 70% de los pacientes (Drake 
et al. 1996; Seeburger et al. 1998). Las posibles causas de estas recidivas pueden ser 
reinfecciones o el hecho que la infección original no hubiera sido erradicada en su 
totalidad.  
 
Las dermatofitosis afectan la calidad de vida del paciente, causándole prurito, 
molestias y dolor en las áreas infectadas. Las dermatofitosis y, en especial, las 
onicomicosis pueden también llegar a afectar el comportamiento y la vida social de los 
pacientes; los afectados suelen sentir vergüenza al ser considerados por sus 
compañeros y amistades como personas con malos hábitos de higiene o como 
probables fuentes de infección. Por ello, los afectados pueden llegar a perder su 
autoestima y aislarse socialmente y/o laboralmente (Ballesté et al. 2003; Shaw et al. 
2002). En el aspecto laboral, ciertas profesiones pueden verse afectadas por las 
dermatofitosis, como por ejemplo, manipuladores de alimentos, deportistas, 
profesores, secretarias, etc. 
 
Algunas dermatofitosis tienden a la cronicidad, hecho que conlleva el incremento del 
consumo de antifúngicos (la mayoría de elevados precios y con pautas muy 
prolongadas); todo ello genera un importante gasto sanitario público como para los 
pacientes. Por ejemplo, en nuestro país el consumo de antifúngicos tópicos representa 
un gasto aproximado de 36 millones de euros y el de antifúngicos sistémicos el gasto 
puede superar los 27000 euros (Cervera et al. 2001) o en los Estados Unidos, el gasto 
anual para el tratamiento de las dermatofitosis excede los 400 millones de dólares 
(Joish et al. 2001). 
 
Con el fin de intentar paliar esta problemática, en los últimos años se han desarrollado 
nuevas moléculas antifúngicas, lo que ha generado un interés en querer evaluar su 
actividad de forma fiable. Sin embargo, a diferencia de lo que ocurre con bacterias y 
levaduras, en la actualidad no existen métodos de referencia para valorar la actividad 
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in vitro de los antifúngicos frente a los dermatofitos. En 2002, el NCCLS aprobó un 
método de referencia para determinar la sensibilidad antifúngica de hongos 
filamentosos (M38-A), pero este documento no incluyó los dermatofitos.  
Teniendo en cuenta todas estas consideraciones, nos hemos propuesto como objetivo 
principal desarrollar y estandarizar métodos reproducibles que demuestren ser útiles 
para determinar la sensibilidad in vitro de los dermatofitos a los antifúngicos. 
 
Los objetivos específicos que nos planteamos fueron: 
• Determinar mediante un método de dilución en medio líquido la actividad in vitro de 
cuatro de los antifúngicos más usados para el tratamiento de las dermatofitosis (el 
itraconazol, el clotrimazol, el ketoconazol y la terbinafina) frente a T. rubrum, una 
de los dermatofitos más comunes. 
 
• Desarrollar un método de macrodilución en agar para determinar la  sensibilidad de 
T. rubrum a los antifúngicos y comparar los resultados con los obtenidos en el 
método de microdilución en medio líquido. 
 
• Evaluar la influencia del tipo de inóculo sobre las CMI y comparar dos tipos de 
inóculo: hifas y macroconidios. 
 
• Evaluar la actividad in vitro de antifúngicos (tanto clásicos como en fase de 
desarrollo) frente a la mayoría de especies reconocidas de dermatofitos. 
 
• Definir a través de un estudio multicéntrico cuáles son las condiciones óptimas de 
ensayo del método de microdilución para determinar la sensibilidad de los 
dermatofitos a los antifúngicos mediante la evaluación  de variables como: 
§ La temperatura de incubación 
§ La concentración del inóculo 
§ El tiempo de incubación 
§ El punto de lectura 
 
• Comparar el método de microdilución con otros métodos alternativos y comerciales 
tales como: 
§ Sensititre YeastOne®  
§ Etest®  y determinar su reproducibilidad 




































































Materiales y Métodos 
3.1. ORIGEN, PROCESAMIENTO Y CONSERVACIÓN DE LAS CEPAS 
 
Las cepas ensayadas en la presente tesis fueron de dos tipos: cepas de referencia y 
cepas clínicas (Tabla 5). 
 
3.1.1. Cepas de referencia 
Las cepas de referencia nos fueron facilitadas por diferentes colecciones de cultivos 
internacionales de referencia y están detalladas en la Tabla 5. Las cepas fueron 
recibidas de forma liofilizada. Para comprobar la viabilidad de las mismas, los 
liofilizados fueron suspendidos en agua destilada estéril y las suspensiones fueron 
sembradas en medio de agar patata dextrosa (PDA) a 30 ºC durante siete días. Una 
vez crecidas, todas las cepas fueron conservadas por triplicado en tubos con agua 
destilada estéril a temperatura ambiente hasta el momento de realizar los estudios. 
 
3.1.2. Cepas clínicas 
Las cepas clínicas fueron aisladas y procesadas en su mayoría por nosotros  en el 
Complejo Hospitalario Universitario de Santiago de Compostela (Santiago de 
Compostela) o procedían de la Cátedra de Dermatoloxia de la Facultad de Medicina 
(Santiago de Compostela) o del Laboratorio de Microbiología de la Facultat de 
Medicina (Reus). También fueron ensayadas algunas cepas clínicas facilitadas por el 
Dr. Alfonso Carrillo del Departamento de Microbiología, Asesoría Científica y de 
Investigación Aplicada (Barcelona), el Dr. Francisco Cabañes de la Facultad de 
Veterinaria (Barcelona) y la Dra. Isabel Pujol del Laboratorio de Microbiología del 
Hospital Sant Joan (Reus).  
 
3.2.  PROCESAMIENTO DE LAS MUESTRAS CLÍNICAS 
Los diferentes tipos de especimenes (pelos, uñas, escamas de piel o exudados 
provenientes de pacientes con lesiones sospechosas de dermatofitosis) fueron 
procesados principalmente en el Laboratorio  de Microbiología del Hospital de 
Santiago de Compostela. El primer paso para el procesamiento de las muestras 













Tabla 5. Listado de cepas de hongos ensayadas en los 
diferentes estudios y su  origen 
Especie (nº de cepas ensayadas)           Procedencia             (nº cepas) 
Aspergillus fumigatus  (1) NCPF1 7099  1 
Candida parapsilosis (1) ATCC2  22019 1 
Epidermophyton floccosum (22) ACIA 3 4 
 CBS4 358.93 1 
 CBS 970.95 1 
 CBS 128.75 1 
 CDFM5 2 
 CHUS6 11 
 DPPA 7 2 
Microsporum audouinii (8) CBS 404.61 1 
 CBS 409.51 1 
 CBS 344.50 1 
 CBS 215.47 1 
 CBS 280.63 1 
 CBS 377.51 1 
 CBS 408.51 1 
 CBS 545.93 1 
Microsporum canis (105) CBS 218.32 1 
 CBS 282.83 1 
 CBS 566.80 1 
 CBS 495.86 1 
 CBS 496.186 1 
 CBS 277.62 1 
 CDFM 39 
 CHUS 60 
Microsporum cookei  (2) FMR8 4408 1 
 IHEM9 1294 1 
Microsporum ferrugineum (4) CBS 427.63 1 
 CBS 426.63 1 
 CBS 497.48 1 
 CDFM 1 
Microsporum fulvum (1) CBS 227.29 1 
Microsporum gallinae (1) CBS 300.52 1 
Microsporum gypseum (32) CBS 287.55 1 
 CDFM 12 
 CHUS 18 
 HUT10 1 
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Continuación de la Tabla 5.   
Microsporum nanum (1) CBS 127.88 1 
Microsporum praecox (1) CBS 671.89 1 
Microsporum racemosum (3) FMR 6313 1 
 IHEM 3452 1 
 IHEM 3453 1 
Paecilomyces variotti (1) ATCC 36257 1 
Trichophyton ajelloi  (3) FMR 7683 1 
 IHEM 10479 1 
 IHEM 3757 1 
Trichophyton balcaneum (2) CBS 304.38 1 
 CBS 338.37 1 
Trichophyton concentricum (2) CBS 563.83 1 
 CBS 196.26 1 
Trichophyton erinacei  (7) CBS 624.66 1 
 CBS 280.83 1 
 CBS 474.76 1 
 CBS 108.91 1 
 CBS 677.66 1 
 CBS 511.73 1 
 CDFM 1 
Trichophyton interdigitale (21) CBS 647.73 1 
 CBS 287.30 1 
 CBS 429.63 1 
 CBS 646.73 1 
 CBS 165.66 1 
 CBS 558.66 1 
 CBS 425.63 1 
 CDFM 8 
 CHUS 6 
Trichophyton mentagrophytes  (122) ACIA 16 
 CBS 764.84 1 
 CBS 845.73 1 
 CBS 318.56 1 
 CBS 289.86 1 
 CDFM 65 
 CHUS 36 
 HSJ11 1 
Trichophyton phaseoliforme (1) CBS 364.66 1 
Trichophyton rubrum (144) ACIA 22 
 CBS 189.69 1 
 CBS 475.93 1 
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Continuación de la Tabla 5. 
 CBS 286.30 1 
 CBS 303.38 1 
 CBS 1000.80 1 
 CBS 304.60 1 
 CBS 592.68 1 
 CBS 392.58 1 
 CBS 191.69 1 
 CDFM 13 
 CHUS  100 
Trichophyton schoenleinii (2) CBS 855.71 1 
 CBS 433.63 1 
Trichophyton simii (2) CBS 417.65 1 
 CBS 448.65 1 
Trichophyton tonsurans (18) CBS 495.48 1 
 CBS 285.30 1 
 CBS 496.48 1 
 CBS126.34 1 
 CBS318.31 1 
 CBS483.76 1 
 CBS120.30 1 
 CDFM 6 
 CHUS 5 
Trichophyton verrucosum (1) CBS 452.61 1 
Trichophyton violaceum (7) CBS 564.58 1 
 CBS 374.92 1 
 CBS360.62 1 
 CBS 452.61 1 
 CBS 499.48 1 
 CBS 305.60 1 
 CBS 319.31 1 
1 NCPF; National Collection of Pathogenic Fungi, Bristol, Reino Unido. 
2 ATCC; American Type Culture Collection, Manassas, VA, USA. 
3 ACIA;  Asesoría científica y de Investigación aplicada, Dep. de Microbiología, Barcelona, España. 
4 CBS; Centraalbureau voor Schimmelcultures, Utrecht, Holanda. 
5 CDFM; Cátedra de Dermatoloxía de la Facultad de Medicina de Santiago de Compostela, España. 
6 CHUS; Complexo Hospitalario Universitario de Santiago de Compostela, Serv. Microbioloxía. 
7 DPPA; Departamento de Patología i de Producción Animal, Facultad de Veterinaria, Universidad Autónoma 
de   Barcelona, Barcelona, España. 
8 FMR; Facultat de Medicina d Reus, Universitat Rovira i Virgili, Reus, España. 
9 IHEM; Scientific Institute of Public Health, Louis Pasteur Institute, Bruselas, Bélgica. 
10 HUT; Hospital Universitario de Tarragona Juan XXIII, Tarragona, España. 
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3.2.1.  Examen directo 
Las muestras clínicas fueron observadas microscópicamente mediante la realización 
de un examen en fresco usando hidróxido de potasio o blanco de calcoflúor. 
  
3.2.1.1.  Hidróxido de potasio (KOH 40%) 
    KOH    40 g 
 Glicerol   20 ml 
 Agua destilada  80 ml  
  
Todos los componentes se mezclaron por agitación. 
Se colocó el material a examinar en la parte central de un portaobjetos y, 
posteriormente, se le añadió de dos a cuatro gotas de KOH. Esta preparación se 
mezcló cuidadosamente con el borde de un portaobjetos, se cubrió con un 
cubreobjetos y se flameó ligeramente con la llama de un mechero Bunsen. Al cabo de 
5 minutos, podíamos observar las preparaciones al microscopio. 
 
3.2.1.2.   Blanco de calcoflúor (0.05%) 
 Calcofluor White  
 (Fluorescent brightener 28; Sigma-Aldrich USA)  0.05 g 
 Agua destilada        100 ml 
 
Se mezclaron todos los componentes. En caso de observar precipitados, se filtró la 
solución. Se almacenó a 25 ºC en la oscuridad. 
   
Se colocó la muestra en el centro de un portaobjetos y se le agregó una gota de 
calcoflúor y una gota de KOH al 10%. Se mezclaron y se cubrieron con un 
cubreobjetos. Las preparaciones se protegieron de la luz y se observaron con un 
microscopio de fluorescencia (Nikon) equipado con un filtro de 330-380nm.  
 
Los exámenes directos realizados con ambas técnicas fueron considerados como 
positivos cuando se observaron hifas tabicadas, delgadas o  artrosporadas.  
 
3.2.2.  Cultivo de la muestra 
Las muestras se sembraron en diferentes medios de cultivo de aislamiento tales como: 
agar Sabouraud con cloranfenicol (Sigma, Madrid), agar Sabouraud con cloranfenicol y 
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cicloheximida (Sigma, Madrid) y el dermatophyte test medium (medio específico para 
el aislamiento de dermatofitos) (Izasa, Barcelona, España).  
 
Después de sembradas, las placas se incubaron a 30 ºC por un período de 7 a 14 
días. Cuando se observaron una o más colonias compatibles macroscópicamente con 
colonias de dermatofitos, se procedió a la identificación de las cepas. 
 
3.3.  IDENTIFICACIÓN DE LOS DERMATOFITOS  
3.3.1. Medios de cultivo para estimular la esporulación 
Las colonias crecidas fueron subcultivadas en medios que estimularan su 
esporulación. Estos medios fueron: agar de patata con dextrosa, agar de harina de 
maíz o  agar lactrimel de Borelli.  
 
3.3.1.1.   Agar de Patata con Dextrosa  
           Patatas peladas y troceadas             300 g 
           Glucosa       20 g  
Agar         20 g  
Agua destilada             1000 ml 
 
Se hirvieron las patatas durante 30 minutos y se filtró la preparación con una tela. A 
este homogeneizado, se le agregaron los demás componentes; la mezcla se calentó a 
fuego lento y se esterilizó a 120 ºC durante 15 minutos. 
 
3.3.1.2.   Agar de Harina de Maíz 
Harina de maíz      62. 5  g 
Agua destilada              1500  ml 
Agar           20  g 
 
Se mezcló la harina de maíz en agua y se dejó hervir a fuego lento durante una hora. 
Se filtró la mezcla con papel de filtro y se enrasó hasta un volumen de 1500 ml. Se 
añadió el agar y se calentó hasta su disolución. La mezcla se esterilizó a 120 ºC 
durante 15 minutos. 
 
3.3.1.3.   Agar Lactrimel de Borelli 
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Leche de vaca       200 ml 
Miel             20 g 
Agar           20 g 
Agua destilada       1000 ml 
 
Se mezclaron todos los ingredientes (excepto el agar) y se calentaron a fuego lento 
durante una hora. La mezcla se filtró en papel de filtro y se enrasó el volumen hasta 
1000 ml. Se añadió el agar y se calentaron todos los ingredientes para disolver el agar. 
La mezcla se esterilizó a 120 ºC  durante 15 minutos. 
 
3.3.2. Técnicas  
Cuando las colonias estuvieron suficientemente crecidas y esporuladas, se procedió a 
la identificación del dermatofito hasta nivel de especie.  Para ello, se observaron las 
características tanto culturales como microscópicas de las cepas. 
 
3.3.2.1. Examen macroscópico 
Se consideraron las características culturales tales como el color de las colonias, su 
textura, la velocidad de crecimiento y la presencia de pigmento difusible en el agar. De 
forma general, la mayoría de las cepas de dermatofitos presentaban colores claros, 
con gamas de colores restringidos a tonos blanquecinos, amarillentos o marrones. 
También se observaron colores más fuertes como el violeta, el granate o el marrón-
rojizo en algunas especies como T. violaceum, M. cookei, M. fulvum o M. ferrugineum. 
La textura de las colonias fue dura o quebradiza en el caso de T. verrucosum  o T. 
violaceum. Se observaron colonias planas o pulverulentas en T. interdigitale, M. 
gypseum, M. fulvum, M. cookei, o M. ferrugineum. Colonias convexas, flocosas, 
vellosas o granulares en T. rubrum. Colonias plegadas o cerebriformes en T. 
tonsurans. Colonias vellosas, plegadas o de forma variable en E. floccosum. 
 
3.3.2.2.   Examen microscópico 
La observación de las características microscópicas de las colonias se realizó a partir 
de preparaciones realizadas con la técnica de la cinta adhesiva. Un pequeño trozo de 
cinta adhesiva transparente se adherió a una pinza previamente flameada, 
presionando ligeramente sobre la superficie del cultivo.  Luego, se colocó una gota de 
azul de lactofenol (Sigma, España) en el centro de un portaobjetos e inmediatamente 
se puso la cinta con la cara adhesiva hacia arriba. Encima de ésta, se agregaron de 
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una a dos gotas de azul de lactofenol y se cubrió con un cubreobjetos. Paralelamente 
y de forma similar, se realizaron preparaciones con solución de blanco de calcoflúor. 
 
Las preparaciones realizadas con azul de lactofenol se observaron al microscopio con 
una magnificación de 100X y 400X. Se observaron las preparaciones realizadas con 
blanco de calcoflúor con microscopio de fluorescencia con una magnificación de 100X, 
200X o 400X y se vieron todas las estructuras microscópicas a tener en cuenta para la 
identificación del dermatofito tales como la morfología, el tamaño, el número de 
septos, el grosor de la pared de los macroconidios y la morfología y la disposición de 
los microconidios sobre las hifas. Otras características tales como la presencia de 
clamidosporas, hifas en asta de ciervo e hifas en espiral pueden ser también de 
utilidad (Fig. 18). La identificación de las cepas se realizó básicamente  teniendo en 









Figura 18. Estructuras microscópicas a partir de los cultivos de algunas especies de 
dermatofitos. A) Macroconidios de Trichophyton spp observados con azul de lactofenol (400X) 
B) hifas en espiral y microconidios de T. mentagrophytes observados con CW (400X)  
C) Macroconidios de M. canis observados con CW (200X). Fotos tomadas por el Dr. Llovo, Hosp. Santiago 
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3.3.2.3.   Pruebas complementarias 
En el caso de cepas que esporulaban con dificultad, se utilizaron varias técnicas para 
intentar estimular su esporulación. Otras pruebas fisiológicas, bioquímicas o 
nutricionales eran necesarias para la identificación de las especies. 
 
a)   Microcultivo en portaobjetos  
Esta técnica es una modificación de la descrita por Ajello et al. (1957). Con una pipeta 
de cristal, se depositaron de dos a tres gotas de agar lactrimel o agar de patata con 
dextrosa (fundido previamente en baño) en la parte central de un portaobjetos 
formando un pequeño bloque de agar. Una vez el agar se hubo solidificado, se inoculó 
el hongo con una aguja en los bordes del mismo y se cubrió con un cubreobjetos. Esta 
preparación se colocó sobre la superficie de una placa de agar con patata. Después 
de la incubación entre 5-10 días, el cubreobjetos se apartó con una pinza y se le 
añadió una gota de alcohol en la zona donde estaba adherido el hongo. Luego, se 
colocó sobre un portaobjetos en el que previamente habíamos depositado una gota de 
azul de lactofenol o de solución blanco de calcoflúor. 
 
b)  Siembra en medio con granos de arroz 
Medio de Arroz 
Arroz blanco       8 g 
Agua destilada             25 ml  
 
Los ingredientes se mezclaron en un Erlenmeyer y se esterilizaron a 120 ºC durante 
15 minutos. Los granos de arroz se inocularon con pequeños fragmentos de la colonia. 
Esta prueba permite diferenciar las especies M. audouinii y M. canis. La primera no 
crece en este medio, mientras que M. canis esporula y crece fácilmente.  
 
c)   Prueba de la ureasa 
           Medio de Agar Urea 
Peptona     1 g  
Glucosa     1 g  
NaCl      5 g  
KH2 PO4      2 g  
Rojo de fenol                 0.01 g  
Urea              20 g 
Agua desionizada           900 ml  
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Agar                20 g  
Se disolvieron todos los ingredientes en 900 ml de agua desionizada y se esterilizaron 
a 120 ºC durante 15minutos.  Por otro lado, se preparó 100 ml de solución de urea al 
20% y se filtró con una membrana de 0.45µm, que se mezcló con la solución 
anteriormente preparada. La mezcla era distribuida asépticamente en tubos de 13 x 
100 mm y se dejó solidificar en forma inclinada.  
 
Esta prueba permite la diferenciación entre T. rubrum (ureasa positivo-rojo) y T. 
mentagrophytes (ureasa negativa-amarillo claro). 
 
d) Prueba de perforación del pelo in vitro (Ajello et al. 1957) 
En una placa de Petri estéril, se colocaron varios trozos de cabello estéril de un niño 
prepúber y añadimos de 3 a 5 gotas de extracto de levadura diluido al 10% y 15 ml de 
agua destilada. Se inocularon con pequeños fragmentos de la cepa y se incubaron a 
25 ºC durante 15 días. Se removieron los trozos de pelo con una pinza y se 
observaron al microscopio.  
 
T. mentagrophytes y M. canis formaron estructuras transversales, perforantes y de 
formas cónicas a través del pelo, mientras que en el caso de T. rubrum, estas 
estructuras no se formaron. 
 
e) Prueba para la diferenciación de Trichophyton spp (Georg et al. 1957) 
Los siete medios que conforman la batería agar-Trichophyton (Isaza, España) fueron 
inoculados con un pequeño fragmento de la colonia. Los tubos se incubaron a 
temperatura ambiente durante dos semanas.  
 
El crecimiento se valoró como 0 cuando no había crecimiento; ± cuando la colonia 
tenía alrededor de 2mm de diámetro; +1 cuando la colonia tenía 10mm de diámetro; 
2+ cuando el crecimiento era moderado; 3+ cuando el crecimiento era abundante y  4+ 
cuando el crecimiento era muy abundante (Tabla 6). 
 
3.4. ANTIFÚNGICOS ENSAYADOS 
3.4.1. Procedencia, forma de presentación y conservación 


















3.5. MÉTODOS PARA DETERMINAR LA SENSIBILIDAD ANTIFÚNGICA 
3.5.1. Dilución en agar 
Esta técnica fue utilizada para determinar la sensibilidad antifúngica del clotrimazol, el 
itraconazol, el ketoconazol y la terbinafina frente a  T. rubrum. 
 
3.5.1.1. Preparación de los antifúngicos 
Los antifúngicos fueron suspendidos en N, N-dimetilformamida (Sigma-Aldrich) en una 
proporción de 1:1 p/v. Luego, fueron resuspendidos en agar Sabouraud sin antibiótico 
fundido a 48 ºC y se ajustaron a las concentraciones finales deseadas. 
 
3.5.1.2. Preparación del inóculo 
Los inóculos consistieron en bloques de agar con el hongo crecido en Sabouraud o en 
agar patata dextrosa de 2 - 4 mm2 de diámetro. 
 
3.5.1.3. Medio de cultivo 
El medio de cultivo usado fue el de agar Sabouraud sin antibiótico (Pronadisa, 
Barcelona). 
 
3.5.1.4. Descripción de la técnica 
Se virtieron 10 ml de medio de cultivo mezclado con los antifúngicos en las placas de 
Petri hasta su solidificación. El inóculo fue sembrado por triplicado en placas que 
 
Tabla 6. Diferenciación de Trichophyton spp. según los 
requerimientos nutricionales 
Agar-Trichophyton Nº1 Nº2 Nº3 Nº4 Nº5 Nº6 Nº7 
T. verrucosum (37ºC)        
84% 0 ± 4+ 0 2+ 2+ 2+ 
16% 0 0 4+ 4+ 2+ 2+ 2+ 
T. tonsurans  ±/1+ 2+ 4+ 4+ 1+ 1+ 1+ 
T. violaceum ±/1+ 1+ 4+ 4+ 1+ 0 0 
T. mentagrophytes 4+ 4+ 4+ 4+ 0 4+ 2+ 
T. rubrum 4+ 4+ 4+ 4+ 2+ 3+ 4+ 
T. schoenleinii (37ºC) 4+ 4+ 4+ 4+ 3+ 3+ 0 
 
  Nº1, caseína; Nº 2, caseína e inositol; Nº 3, caseína, inositol y tiamina; Nº 4, caseína y tiamina;  
  Nº 5,  caseína y ácido nicotínico; Nº 6, nitrato de amonio; Nº 7, nitrato de amonio e histidina 
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contenían concentraciones de antifúngicos de 0.0039 a 100 µg/ml. Las placas fueron 
incubadas a 28 ºC y se leyeron los resultados a los 15, 30 y 45 días de su incubación. 
 
3.5.1.5. Interpretación de los resultados 
La CMI fue interpretada como la más baja concentración de antifúngico expresada en 
µg/ml que inhibió totalmente el crecimiento fúngico. Para evaluar el crecimiento de las 
cepas en función del tiempo de incubación y de la concentración del antifúngico, se 
comparó el diámetro del crecimiento de las colonias (mm) con el diámetro del 
crecimiento de las cepas control sin antifúngico. 
 
3.5.2. Microdilución en caldo 
3.5.2.1. Preparación de los antifúngicos 
Los antifúngicos ensayados con ésta técnica con sus respectivos disolventes se 
describen en la Tabla 7. Los antifúngicos se prepararon y diluyeron según el NCCLS 
(M38-A). Se prepararon soluciones madres de los antifúngicos con una concentración 
cien veces superior a la concentración más alta ensayada. Luego, se realizaron 
diluciones dobles seriadas. Los rangos de las concentraciones finales estaban 
comprendidos entre 64 a 0.01 µg/ml o 32 a 0.03 µg/ml, aunque en algunos casos, se 
ensayaron concentraciones más bajas de 4 a 0.00196 µg/ml. 
 
3.5.2.2. Preparación del inóculo 
a) Inóculo de hifas y conidios 
Los inóculos de todas las cepas estudiadas procedían de cultivos en placas de agar 
patata dextrosa, las cuales se incubaron entre siete y quince días a una temperatura 
de 28 ºC-30 ºC. Las colonias se cubrieron con 10 ml de solución salina al 0.85% y se 
arrastraron con la punta de una pipeta Pasteur. Esta suspensión fue transferida a un 
tubo Falcon y se dejó sedimentar durante aproximadamente 20 minutos. Los inóculos 
se ajustaron a 530 nm a una transmitancia (T) de 80%-85% y/o de 65%-70% de T 
según el estudio y, luego, fueron diluidos 1:50 en RPMI. 
 
b) Inóculo de macroconidios 
Las cepas objeto de estudio se sembraron en agar Lactrimel y se incubaron a 28 ºC 
entre 7 y 15 días. Las colonias esporuladas se cubrieron con una mezcla de agua 
destilada con Tween 80 al 0.05% y fueron arrastradas con la punta de una pipeta 






Tabla 7. Antifúngicos ensayados en los diferentes estudios 
Antifúngicos Procedencia Forma de presentación Disolvente Conservación 
Albaconazol Uriach S. A., Barcelona, España Pureza: 99,8%. Sustancia en polvo.  DMSOa Temperatura ambiente 
Anfotericina B Squibb Industria Farmacéutica, Pureza: 99,8%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Barcelona, España    
 AB BIODISK, Solna, Suecia Tiras de plástico impregnadas _ Envases cerrados, 
  con anfotericina liofilizada  protegidos de la luz a -20ºC 
Clotrimazol Química Farmaceútica, Pureza: 99,7%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Bayer, España  N, N-dimetilformamida  
Eberconazol nitrato Laboratorios SALVAT, Barcelona Pureza: 83,5%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 España    
Fluconazol Pfizer, Madrid, España Pureza: 98,5%. Sustancia en polvo. Agua destilada Temperatura ambiente 
 AB BIODISK, Solna, Suecia Tiras de plástico impregnadas _ Envases cerrados,  
  con fluconazol liofilizado  protegidos de la luz a -20ºC 
G-1 (Furvina) Centro de bioactivos químicos, Pureza: 99,8%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Universidad Central de las Villas,    
 Santa Clara, Cuba    
a 
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Tabla 7. (continuación) 
Antifúngicos Procedencia Forma de presentación Disolvente Conservación 
Itraconazol Janssen Pharmaceutica, Pureza: 100%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Beerse, Bélgica    
 AB BIODISK, Solna, Suecia Tiras de plástico impregnadas con _ Envases cerrados,  
  itraconazol liofilizado  protegidos de la luz a -20ºC 
Ketoconazol Janssen Pharmaceutica, Pureza: 99,9%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Beerse, Bélgica    
 AB BIODISK, Solna, Suecia Tiras de plástico, impregnadas con _ Envases cerrados,  
  Ketoconazol liofilizado  protegidos de la luz a -20ºC 
Miconazol Janssen Research Foundation, Pureza: 99,9%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 Beerse, Bélgica    
Ravuconazol Squibb Industria Farmacéutica Pureza: 99%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 New Brunswick, N. J, USA    
Sertaconazol Laboratorios Ferrer, Barcelona Pureza: 98%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
Terbinafina Novartis-Pharma AG, Basel, Pureza: 100%. Sustancia en polvo N, N, dmetilformamida Guardar en nevera a –20ºC 
 Suiza  DMSO  
Voriconazol Pfizer, Madrid, España Pureza: 100%. Sustancia en polvo. DMSO Temperatura ambiente 
 
finalidad de eliminar los microconidios. Así que los macroconidios, retenidos en la gasa 
se lavaron varias veces con agua destilada estéril y se recogieron en un tubo estéril. El 
inóculo se ajustó con un hemocitómetro a una concentración de 5 x 106 
macroconidias/ml. 
 
c) Inóculo de hifas 
Las cepas se cultivaron en agar Sabouraud a 37 ºC entre 7 y 15 días. Las colonias se 
inundaron con agua destilada y fueron arrastradas con la punta de una pipeta Pasteur. 
Esta suspensión se transfirió a un tubo estéril y, mientras era agitada con un vortex, 
las piezas de micelio se rompieron con una varilla de vidrio con bordes irregulares. La 
suspensión se filtró y ajustó con un hemocitómetro en una concentración de 5 x 106 
fragmentos hifales/ml. 
 
3.5.2.3. Medio de cultivo 
El medio de cultivo usado en esta técnica fue RPMI-1640 con L-glutamina, rojo de 
fenol y sin bicarbonato sódico (GIBCO-BRL, Izasa, Barcelona, España). Este medio 
fue tamponado con ácido morfolino propanosulfónico (MOPS) (Sigma-Aldrich) en una 
concentración final de 0.165 M a pH 7.  
 
a) Medio de cultivo líquido RPMI 
RPMI-1640   10.40 g  
MOPS    34.53 g  
Agua destilada  1000 ml 
 
Los componentes se disolvieron en 900 ml de agua y se agitaron hasta su completa 
disolución. Se ajustó el pH a 7 con NaOH 1N y se enrasó con agua destilada hasta un 
volumen de un litro. El medio se esterilizó por filtración y se guardó en la nevera a 4 ºC 
al mismo tiempo que se protegió de la luz. Se realizaron controles de esterilidad 
periódicamente mediante la siembra en placas de agar sangre.  
 
3.5.2.4. Descripción de la técnica 
Los tubos que contenían las diluciones seriadas de los antifúngicos se diluyeron 1:50 
en RPMI. Así, se obtuvieron concentraciones dos veces superiores a la final deseada 
(32-0.06 µg/ml). Se utilizaron placas de microtitulación de noventa y seis pocillos en 
ocho filas (A-H) y con doce columnas (1-12) (Soria-Greigner, Madrid, España). Con 
una pipeta multicanal, se dispensaron 100 µl de cada concentración de antifúngico en 
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cada columna de la microplaca, comenzando por la de mayor concentración (columna 
12A-12H) hasta llegar a la de menor concentración (columna 3A-3H). La columna 2A-
2H se usó como control de esterilidad del medio de cultivo y la última columna (1A-1H) 
como control de crecimiento de las cepas (Fig. 19). 
 
Las microplacas eran selladas para evitar la evaporación del líquido y se congelaron a 
–20 ºC. El día del ensayo, las microplacas se descongelaron a temperatura ambiente y 
se inocularon con 100 µl de la suspensión del inóculo. Las microplacas se incubaron 
(dependiendo del estudio) a 28 ºC o a 37 ºC y (también según el tipo de estudio) con 
diferencias en el tiempo de entre 4 a 15 días. 
 
 
3.5.2.5. Interpretación de los resultados 
En general, la lectura de los resultados se realizó de forma visual con ayuda de un 
espejo invertido. Cada pocillo era comparado con aquel que contenía el control de 
crecimiento sin antifúngico y los resultados se valoraron mediante una escala 
numérica del 0 al 4:  
§ 0 = pocillos ópticamente claros, sin crecimiento fúngico (100% de inhibición de 
crecimiento) 
§ 1= escaso crecimiento (75% de inhibición de crecimiento) 
§ 2 = moderado crecimiento (50% de inhibición de crecimiento) 
§ 3 = abundante crecimiento (25% de inhibición de crecimiento) 
16
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Figura 19. Esquema de una microplaca con el 
rango de concentraciones finales 
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§ 4 = crecimiento igual que el pocillo control de crecimiento (0% de inhibición de 
crecimiento) 
Cuando ensayamos el método de Sensititre YeastOne®, consideramos la CMI de la 
anfotericina B como la menor concentración del antifúngico que no experimentó 
cambio de color del indicador (azul) y que correspondía al 100% de inhibición de 
crecimiento. La CMI de los azoles fue la menor concentración del antifúngico que 
presentó color rosa y antecedió al primer pocillo azul, que correspondía al 50% de 











3.5.3. Etest®  
3.5.3.1. Tiras antifúngicas 
Se utilizaron tiras antifúngicas de anfotericina B, itraconazol y ketoconazol con un 
gradiente de concentraciones de 0.016 µg/ml a 256 µg/ml y tiras de fluconazol con un 
gradiente de 0.016 a 256 µg/ml. 
 
3.5.3.2. Preparación del inóculo 
El inóculo fue preparado de la misma manera que en el método de microdilución  
anteriormente descrito y ajustado a 65%-70% T, lo que correspondía a un inóculo de 
106 UFC/ml. 
 
3.5.3.3. Medio de cultivo 
El medio de cultivo usado era agar RPMI al 1.5% suplementado con 2% de glucosa y 
tamponado con MOPS (Laboratorios AES, Paris, Francia) en placas de Petri de 90mm. 
 
Figura 20. Interpretación de las CMIs en una microplaca 
según el método Sensititre YeastOne® 
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3.5.3.4. Descripción de la técnica 
 
El inóculo previamente estandarizado fue colocado en la superficie del medio; este 
proceso se realizó frotando varias veces con una torunda de algodón impregnada con 
la suspensión del inóculo en todas las direcciones de la placa.  Cuando la superficie 
del agar estuvo completamente seca, se colocaron dos tiras en sentido inverso una 
con respecto a la otra. Las placas fueron incubadas a 28 ºC y las CMI fueron leídas a 
las 72 y 96 horas.  
 
3.5.3.5. Lectura e interpretación de los resultados 
La CMI fue considerada como la más baja concentración del antifúngico, en el cual el 
borde inferior de la zona de inhibición de la elipse interceptaba con la tira (Fig. 21). 
 
 
3.5.4. Difusión con discos 
3.5.4.1. Preparación de los discos con antifúngicos 
Para la realización de este método, se prepararon discos impregnados con el 
antifúngico. En este estudio, ensayamos el eberconazol, el itraconazol, la micafungina, 
el ravuconazol y la terbinafina. Para conocer la concentración óptima de los 
antifúngicos, se prepararon soluciones madre de los antifúngicos con sus respectivos 
Figura 21. Zona de inhibición alrededor de una tira de 
ketoconazol frente a E. floccosum (CMI 0.125 µg/ml) 
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discos de papel de un diámetro de 6 mm (Schleicher & Schuell, España) con 20 µl de 
cada una de las concentraciones de las soluciones madre. Las concentraciones 
óptimas fueron 0.25 µg/ml para la terbinafina (0.005 µg/disco) y 100 µg/ml para los 
demás antifúngicos ensayados (2 µg/disco). Los discos se conservaron a temperatura 
ambiente y se protegieron de la luz. 
 
3.5.4.2. Preparación del inóculo 
Las suspensiones del inóculo fueron preparadas como en el método de microdilución. 
Después de ajustarlas a 65%-70% T, fueron diluidas al 1:100 con RPMI, lo que 
correspondía a un inóculo final de 104 UFC/ml. 
 
3.5.4.3. Medios de cultivo 
 Con este método, se ensayaron tres medios de cultivo: RPMI-1640 (GIBCO BRL, 
Barcelona, España) con Bacto agar al 1.5% y tamponado con MOPS (Sigma, España); 
medio antibiótico 3 (AM3) (Difco, España) tamponado con MOPS; y medio de alta 
resolución (HR) (Oxoid, Basingstoke, Inglaterra) tamponado con fosfato de potasio 
(0.2M) en placas de 90 mm de diámetro. Según las instrucciones de sus respectivos 
fabricantes, los medios se prepararon de las siguientes maneras: 
  
a) Agar RPMI-1640 al 1.5% 
Agua destilada     1000 ml 
RPMI-1640    10.40 g  
MOPS (0.165M)   34.53 g  
Bacto agar         15 g  
 
Se disolvió el MOPS en 400 ml de agua destilada y se ajustó a un pH de 7.0 con 
NaOH 1M. Luego, se añadió el agar, y se mezclaron y calentaron todos los 
componentes hasta su completa disolución. Se esterilizó en autoclave a 121 ºC 
durante 15 minutos y se dejó enfriar hasta 45 ºC. Por otro lado, se disolvió el RPMI en 
400 ml de agua destilada, se ajustó el pH a 7.0 con NaOH 1M o HCL y se esterilizó por 
filtración con un filtro de 0.2 µm. Se calentó al baño hasta 45 ºC. Luego, se mezclaron 
las dos soluciones y se completó con agua destilada estéril hasta conseguir 1000 ml. 
Finalmente, se vertió un volumen de 25 ml en placas de Petri de 90 mm. 
 
 b) Agar Antibiótico 3 (AM3)  
AM3     17.5 g  
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MOPS (0.165M)            34.53 g  
Agua destilada            1000 ml 
 
Se disolvió el MOPS en 900 ml de agua destilada y se ajustó a un pH de 7.0 con 
NaOH 1M. Se añadió el AM3 y se completó con agua hasta 1000 ml. Posteriormente, 
se calentó hasta la ebullición durante 1 minuto. Se autoclavó durante 15 minutos a 121 
ºC y, finalmente, se vertió un volumen de 25 ml en placas de Petri de 90 mm. 
  
c) Agar de Alta Resolución (HR)  
HR    10.40 g  
Agar          20 g  
Agua destilada  1000 ml 
 
Se disolvió el agar en 400 ml de agua destilada y se ajustó a un pH de 7.0 con tampón 
fosfato 0.2 M. Se autoclavó durante quince minutos a 121 ºC y se dejó enfriar a 60 ºC. 
Por otro lado, se disolvió el medio HR en 400 ml de agua destilada y se esterilizó por 
filtración. Posteriormente, se calentó en el baño de agua a 60 ºC.  Se mezclaron las 
dos soluciones y se completó hasta 1000 ml con agua destilada estéril. Finalmente, se 
vertió un volumen de 25 ml en placas de Petri de 90 mm. 
 
3.5.4.4. Descripción de la técnica 
 Las placas que contenían los medios de cultivo fueron sembradas frotando con una 
torunda de algodón impregnada con la suspensión del inóculo ajustado en todas las 
direcciones de la superficie del agar. Cuando las placas estuvieron secas, se 
colocaron los discos de antifúngicos con la ayuda de una pinza estéril. Las placas se 
incubaron a 28 ºC.  
 
 3.5.4.5. Lectura e interpretación de los resultados 
 Después de 5 días de incubación, se midieron los diámetros de los halos de inhibición 
















































Influencia del tiempo de incubación en la determinación de la actividad 
antifúngica in vitro de la terbinafina frente a Trichophyton rubrum.  
B. Fernández-Torres, M. Pereiro Jr, X. Llovo, X. L. Otero, J. Toribio.  




























In vitro susceptibility to itraconazole, clotrimazole, ketoconazole  
and terbinafine of 100 isolates of Trichophyton rubrum.  
B. Fernández-Torres, H. Vázquez-Veiga, X. Llovo, M. Pereiro Jr, J. Guarro.  





































Comparison of two methods for antifungal susceptibility testing of 
Trichophyton rubrum . 
B. Fernández-Torres, M. Pereiro Jr, J. Guarro. 



















































Comparison of in vitro antifungal susceptibilities of conidia and 
hyphae of dermatophytes with thick-wall macroconidia.  
B. Fernández-Torres, I. Inza, J. Guarro.  
















































In vitro activities of 10 antifungal drugs against 508 dermatophyte strains.  
B. Fernández-Torres, A. J. Carrillo-Muñoz, E. Martín, A. Del Palacio, 
 M. K. Moore, A. Valverde, M. Serrano, J. Guarro.  














































Use of the sensititre colorimetric microdilution panel for antifungal 
susceptibility of dermatophytes.  
I. Pujol, J. Capilla, B. Fernández-Torres, M. Ortoneda, J. Guarro.  







































Interlaboratory evaluation of the Etest® for antifungal susceptibility  
testing of dermatophytes.  
B. Fernández-Torres, A. Carrillo-Muñoz, M. Ortoneda, I. Pujol, 
F. J. Pastor, J. Guarro.  















































In vitro activities of the new antifungal drug eberconazole and three  
other topical agents against 200 strains of dermatophytes. 
B. Fernández-Torres, I. Inza, J. Guarro.  











































Collaborative evaluation of optimal antifungal susceptibility  
testing conditions for dermatophytes.  
B. Fernández-Torres, F. J. Cabañes, A. Carrillo-Muñoz,  
A. Esteban, I. Inza, L. Abarca, J. Guarro.  



































In vitro activity of sertaconazole against dermatophyte isolates  
with reduced fluconazole susceptibility.  
A. J. Carrillo-Muñoz, Fernández-Torres, D. C. Cárdenas, J. Guarro.  








































Evaluation of disk diffusion method for determining eberconazole  
susceptibility of dermatophytes and influence of culture medium.  
B. Fernández-Torres, I. Inza, J. Guarro.  



















































In vitro antifungal activity of sertaconazole against 309  
dermatophyte clinical isolates. 
A. J. Carrillo-Muñoz, B. Fernández-Torres, J. Guarro.  









































Effect of Culture Medium on the Disk-diffusion Method for Determining 
the Antifungal Susceptibility of Dermatophytes  
B. Fernández-Torres, A. Carrillo-Muñoz, I. Inza, and J. Guarro.  
























































































































Los dermatofitos causan infecciones que en algunos casos, como en el de los 
pacientes inmunocomprometidos, no responden al tratamiento con los antifúngicos 
disponibles en el mercado. Por ello, es necesario desarrollar moléculas antifúngicas 
más potentes. Sin embargo, para poder evaluar si los antifúngicos son activos frente a 
una determinada cepa, es necesario disponer de métodos de referencia adecuados. El 
documento M38-A (NCCLS, 2002) incluye métodos de referencia para determinar la 
sensibilidad de los hongos filamentosos a los antifúngicos, pero los dermatofitos no 
están incluídos en dicho documento.  
En los últimos años, se han publicado algunas técnicas para determinar la sensibilidad 
de los dermatofitos a los antifúngicos (técnicas basadas tanto en medios sólidos como 
líquidos) (Butty et al. 1995; Jessup et al. 2000; Macura 1993; Norris et al. 1999; Korting 
et al. 1995). Algunos autores han ensayado el método de  dilución en agar usando 
diferentes condiciones de ensayo (Mock et al. 1998; Niewerth et al. 1998; Venugopal 
et al. 1994). En general, los resultados de esos estudios revelaron que las CMI de los 
azoles, particularmente las del itraconazol, eran muy elevadas con respecto a las 
obtenidas con otros antifúngicos. Por ejemplo, Mock et al. (1998) ensayaron siete 
cepas de T. rubrum y obtuvieron una CMI para el itraconazol de 60-80 µg/ml y para la 
terbinafina de 0.05-0.5 µg/ml. Estas diferencias se explican por la pobre solubilidad 
que presentan los azoles en agar. Sin embargo, Denning et al. (1997) también 
ensayaron el método de dilución en agar, aunque con Aspergillus fumigatus, y 
mostraron que las CMI del itraconazol correlacionaban con los datos obtenidos in vivo. 
Nosotros también evaluamos un método de dilución en agar ensayando cien cepas de 
T. rubrum y los antifúngicos más usados en la clínica para tratar las dermatofitosis (el 
clotrimazol, el ketoconazol, el itraconazol y la terbinafina) y comparamos esos 
resultados con las CMI obtenidas con el método de microdilución (estudios 4.2 y 4.3). 
Los resultados obtenidos revelaron elevadas CMIs para los tres azoles cuando 
ensayamos el método de dilución en agar, mientras que las CMIs fueron bajas para los 
cuatro antifúngicos cuando usamos el método de microdilución. Debido a que con el 
método de microdilución, los resultados fueron más predictivos (por lo menos para  T. 
rubrum), nos propusimos estudiar con dicho método un gran número de especies de 
dermatofitos y frente a todos los antifúngicos disponibles (estudios 4.5, 4.10, 4.12).  Se 
observó una buena actividad in vitro de dos de los triazoles que han sido sintetizados 
recientemente como son el albaconazol (UR-9825) y el voriconazol; así como también 
de otros antifúngicos de los que actualmente se dispone en clínica como la terbinafina, 
el miconazol, el sertaconazol, el clotrimazol y el itraconazol. Estudios recientes habían 
indicado que el albaconazol presentaba una excelente actividad tanto in vitro como in 




et al. 2003; Ramos et al.1999). Sin embargo, no existen estudios in vitro con 
dermatofitos que nos permitan comparar nuestros resultados. En cuanto al 
voriconazol, Wildfeuer et al. (1998) obtuvieron resultados similares, aunque ellos 
usaron un método de macrodilución. A pesar de los buenos resultados in vitro que han 
mostrado estos dos nuevos antifúngicos, hacen falta ensayos clínicos en pacientes 
para que puedan ser recomendados en clínica. Los datos que obtuvimos con el 
clotrimazol, el itraconazol, el miconazol, el sertaconazol y la terbinafina confirman la 
eficacia de estos antifúngicos tal como ya habían indicado otros autores (Butty et al. 
1995; Hazen 1998). De todos los azoles ensayados, el fluconazol fue el antifúngico 
que mostró una menor actividad, lo que concuerda con las altas CMI obtenidas por 
otros investigadores (Korting et al. 1995; Perea et al. 2001; Wildfeuer et al. 1994) al 
ensayar diferentes técnicas. Estos resultados confirmarían la frecuente ineficacia 
terapeútica que presenta dicho antifúngico (Crawford et al. 2002).  
Se ha demostrado que ciertos factores como la temperatura, el tiempo de incubación, 
el punto de lectura de las CMI,  el medio de cultivo o el  tipo y tamaño del inóculo 
influencian la sensibilidad tanto de levaduras como de hongos filamentosos a los 
antifúngicos (Arikan et al. 2002; Gehrt et al. 1995; Llop et al. 1999; Llop et al. 2000). 
Sin embargo, en el caso de los dermatofitos, se desconocen si dichas variables 
pueden afectar las CMI. Por ello, desarrollamos un estudio multicéntrico para 
determinar los parámetros óptimos de ensayo en el método de microdilución (estudio 
4.9). En dicho estudio, evaluamos el efecto de la temperatura y el tiempo de 
incubación sobre las CMI, así como el tamaño del inóculo y el punto de lectura. Los 
resultados obtenidos nos permitieron comprobar que las condiciones de ensayo que 
presentaban una mayor reproducibilidad eran: una temperatura de incubación de 28 
ºC, siete días de incubación, una concentración de inóculo de 104 UFC/ml y un punto 
de lectura del 100% de inhibición de crecimiento. En hongos filamentosos, el inóculo 
es uno de los parámetros que más afecta las pruebas de sensibilidad, aunque este 
hecho parece depender del antifúngico ensayado (Gehtr et al. 1995).  En nuestro caso, 
los resultados también dependieron del antifúngico, ya que la concentración del 
inóculo afectó las CMI del clotrimazol y del itraconazol, mientras que en el caso de la 
terbinafina, el inóculo no afectó las CMI.  Se cree que estos resultados están 
relacionados con los mecanismos de acción de las diferentes clases de antifúngico 
(Gehrt et al. 1995). Ghannoum et al. (2004) también realizaron un estudio multicéntrico 
similar pero posterior al nuestro. Sin embargo, solo estudiaron el punto de lectura 
como variable de experimentación y su conclusión, sin una base estadística, fue que 




inhibición. Contrariamente, en nuestro caso la diferencia entre los dos puntos de 
lectura fue significativa. 
Considerando el hecho de que la forma infectiva o parasítica de los hongos 
filamentosos son las hifas y que el tipo de inóculo usado en las pruebas de 
sensibilidad para ensayar esos hongos son los conidios, se han llevado a cabo varios 
estudios para comprobar si existen diferencias en los resultados obtenidos con ambos 
tipos de inóculos. Con Aspergillus fumigatus, se han obtenido resultados similares de 
CMI utilizando hifas, conidios germinados y/o conidios sin germinar (Espinel et al. 
2001; Manavathu et al.1999; Pujol et al. 2001). Una posible explicación sería que las 
estructuras morfológicas ensayadas presentan paredes celulares con similar grosor y, 
por tanto, el mecanismo de penetración del antifúngico sería similar. Con el propósito 
de conocer si, en el caso de los dermatofitos, el tipo de inóculo podría hacer variar los 
resultados, llevamos a cabo un estudio comparativo entre un inóculo compuesto de 
macroconidios de paredes gruesas y otro compuesto de hifas (estudio 4.4). En nuestro 
caso, encontramos diferencias significativas entre las CMI obtenidas con los dos tipos 
de inóculo. Sin embargo, creemos que deberían realizarse nuevos estudios con otras 
especies de dermatofitos para establecer cuál sería el tipo de inóculo más apropiado 
para ensayar estos hongos. 
Uno de los aspectos más relevantes de la presente tesis ha sido probablemente 
desarrollar un método estandarizado para evaluar la sensibilidad de los dermatofitos 
(estudio 4.9); sin embargo, este método es costoso, muy laborioso y puede que no sea 
el adecuado para ser utilizado como rutina en los laboratorios de microbiología clínica.  
Con la finalidad de ensayar y estandarizar alternativas aparentemente más sencillas 
para el ensayo de la sensibilidad de los dermatofitos a los antifúngicos, hemos 
evaluado nuevos métodos que se encuentan comercializados para levaduras, como 
son el Sensititre YeastOne® (estudio 4.6) y Etest® (estudio 4.7). El Sensititre 
YeastOne® es un método colorimétrico, cuantitativo y basado en el método de 
microdilución propuesto por el NCCLS, al que se ha añadido un indicador y el cual 
hemos adaptado para ensayar dermatofitos. Los resultados obtenidos con este 
método al ensayar otros hongos filamentosos presentaron una gran variabilidad, 
especialmente con Aspergillus fumigatus, hecho presumiblemente atribuible a la poca 
actividad oxidativa que tienen algunos hongos filamentosos (Jahn et al. 1996). Sin 
embargo, estudios más recientes realizados con varias especies de Aspergillus spp 
(Castro et al. 2004) y también con otras especies de hongos filamentosos (Linares et 
al. 2005) mostraron una excelente concordancia entre dicho método y el de 
microdilución con voriconazol. En nuestro caso, obtuvimos una buena concordancia 




con el ketoconazol y el fluconazol, la concordancia fue menor (69.4% y 67.3% 
respectivamente). En todos los casos, las CMI dependieron de la combinación 
antifúngico-especie de dermatofito ensayada. En este trabajo, se puso también de 
manifiesto que la técnica es de fácil realización y más práctica que el método de 
microdilución, por lo que podría ser más adecuada en un laboratorio asistencial. Sin 
embargo, el método Sensititre YeastOne® debería ser ensayado con otros antifúngicos 
y con otras condiciones con el fin de valorar su reproducibilidad. Como se comentó 
anteriormente, otro método comercializado para ensayar levaduras es el Etest®. Es un 
método cuantitativo y está basado en la difusión de un gradiente de concentraciones 
del antififúngico en un medio sólido. Se ha obtenido una buena correlación con el 
método de referencia para Candida y Cryptococcus  spp (Chen et al. 1996; Espinel-
Ingroff et al. 1996). Con Aspergillus fumigatus, se han realizado algunos estudios 
proponiendo el Etest como método alternativo al de referencia (Pfaller et al. 1996; 
Szekely et al. 1999). Es por este motivo que algunos investigadores han llevado a 
cabo recientemente varios estudios, incluyendo una gran variedad de especies de 
hongos filamentosos como Fusarium, Scedosporium apiospermun, Cladosporium y 
nuevos antifúngicos como el posaconazol o el voriconazol (Pfaller et al. 2003; Serrano 
et al. 2003). Los resultados de esos estudios muestran una concordancia >80% con el 
método propuesto por el NCCLS para ensayar hongos filamentosos. La falta de 
estudios con dermatofitos nos motivó a adaptar este método para el ensayo de estos 
hongos con el objetivo de evaluar su reproducibilidad y concordancia con el método de 
microdilución (estudio 4.7). La mayor reproducibilidad la obtuvimos con el fluconazol 
(94%), con resultados similares a los de Espinel-Ingroff et al. (1996), quienes 
ensayaron este antifúngico con levaduras. El peor resultado fue el obtenido con el 
ketoconazol (60%) tal como también habían demostrado otros autores (Colombo et al. 
1995). Este hecho podria ser debido a la dificultad que presenta este antifúngico para 
interpretar los halos de inhibición. Nuestro estudio reveló una buena concordancia 
entre los dos métodos en el caso de la anfotericina (97%), el itraconazol (80%) y el 
ketoconazol (77%); la peor concordacia fue obtenida con el fluconazol (27%), aunque 
todos esos resultados dependieron de la especie ensayada.  
Otro método alternativo al de microdilución, aunque basado en medio sólido, es el 
método de difusión en discos. Este método ha sido recientemente estandarizado como 
método de referencia para determinar la sensibilidad in vitro de Candida spp., aunque 
solo para el fluconazol (NCCLS, 2003).  Recientemente, se han ensayado otros 
estudios con otras especies de levaduras y nuevos antifúngicos con la finalidad de 
buscar una correlación con el método de microdilución (Odabasi et al. 2003; Pfaller et 




esta técnica y los resultados han sido muy variables y dependientes de las condiciones 
experimentales así como de los antifúngicos ensayados (Arikan et al. 2002; Speeleved 
et al. 1996; Venugopal et al. 1994). Sin embargo, no existen datos sobre el ensayo de 
dermatofitos mediante un método de difusión en discos que pruebe los nuevos 
antifúngicos y diferentes medios de cultivo. Nosotros adaptamos un método de 
difusión con discos para el estudio de la sensibilidad de los dermatofitos a los 
antifúngicos usando tres medios de cultivo: alta resolución (HR), RPMI y agar 
antibiótico 3 (AM3) y comparamos los resultados con los obtenidos en un método de 
microdilución (estudios 4.11 y 4.13). En dicho estudio, ensayamos dos de los 
antifúngicos más usados en el tratamiento de las dermatofitosis (el itraconazol y la 
terbinafina) y los cuatro nuevos antifúngicos (el eberconazol, la micafungina, el 
ravuconazol y el voriconazol). Nuestros resultados indicaron que todos los antifúngicos 
ensayados con los dos métodos, excepto la micafungina, mostraron una buena 
actividad in vitro. Sin embargo, nuestros  resultados no pudieron ser contrastados con 
otros estudios debido a que no existen datos publicados.  
Se ha estudiado la influencia del cultivo sobre las pruebas de sensibilidad a los 
antifúngicos con diferentes especies de hongos filamentosos y levaduras (Arikan et al. 
2001; Odabasi et al. 2003; Llop et al. 1999;  Müller et al. 2001; Tortorano et al. 2000) y 
los resultados no han sido uniformes. Por ejemplo, Arikan et al. (2001) evaluaron un 
método de microdilución para ensayar caspofungina frente a Aspergillus y Fusarium y 
obtuvieron CMI más bajas con AM3 que con RPMI o RPMI con glucosa. Sin embargo, 
los resultados obtenidos por Tortorano et al. (2000) u Odabasi et al. (2003) fueron 
distintos, ya que ellos no encontraron diferencias cuando compararon varios medios 
de cultivo. En nuestro caso, cuando evaluamos los resultados de todas las cepas en 
conjunto, tampoco encontramos diferencias entre los resultados obtenidos en cada 
medio de cultivo. Sin embargo, para cada combinación especie/antifúngico, los 
resultados obtenidos con HR fueron  significativamente diferentes de los obtenidos con 
AM3 y RPMI; es decir, dependieron de la especie de dermatofito y antifúngico 
ensayada. Por otro lado, en dicho estudio, no encontramos una correlación 
significativa entre los dos métodos ensayados para ninguna combinación medio de 
cultivo/antifúngico. La excepción fue  obtenida cuando se ensayó el eberconazol con 
AM3. La correlación entre ambos métodos para el eberconazol da un resultado 
interesante, dado que este último es un antifúngico que ha demostrado tener una 
























































































   
1. Hemos adaptado el método de microdilución recomendado por el NCCLS para 
determinar la sensibilidad de T. rubrum al ketoconazol, itraconazol, clotrimazol y a 
la terbinafina. Aunque se trata de una técnica laboriosa, las CMI pueden 
interpretarse con gran facilidad. 
 
2. El método de dilución en agar ha demostrado ser una técnica poco útil para la 
determinación de la sensibilidad de los dermatofitos a los azoles ya que presentan 
CMI muy elevadas. Sin embargo, las CMI de la terbinafina mostraron una buena 
concordancia con el método de microdilución. 
 
3. Hemos evaluado el método de microdilución ensayando un elevado número de 
cepas de dermatofitos frente a un gran número de antifúngicos tanto clásicos como 
de síntesis reciente y comprobamos que: 
 
§ Los nuevos triazoles, albaconazol y voriconazol fueron los antifúngicos más 
activos, aunque eberconazol, clotrimazol, itraconazol, miconazol y terbinafina 
también presentaron una buena actividad. Por el contrario, fluconazol y G-1 
(furvina) fueron poco activos. 
§ M. racemosun y M. cookei, especies caracterizadas por presentar 
macroconidios con paredes gruesas, mostraron CMI mucho más altas que las 
obtenidas por otras especies. 
 
4. Hemos demostrado que el tipo de inóculo influye significativamente sobre los 
resultados de la sensibilidad a los antifúngicos de los dermatofitos, obteniendo CMI 
mucho más altas con un inóculo de macroconidios que con un inóculo de hifas. 
§ En general, el mayor porcentaje de concordancia entre las CMI para ambos 
tipos de inóculos fue obtenido con M. canis (73.4%) y el menor con M. 
cookei y T. ajelloi (0%). 
 
5. Hemos estandarizado las condiciones óptimas de ensayo usando el método de 
microdilución y hemos aportado a la ciencia la primera base de datos de 
reproducibilidad intra- e interlaboratorio para determinar la sensibilidad de los 
dermatofitos a los antifúngicos. Los parámetros de ensayo son: 
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§ Un inóculo de 104 UFC/ml, una temperatura de incubación de 28ºC, un 
tiempo de incubación de 7 días y un criterio de lectura del 100% de 
inhibición de crecimiento. 
 
6.  Hemos demostrado que el método comercial Etest, es una técnica reproducible, 
rápida y de fácil realización para la determinación de la sensibilidad a los 
antifúngicos de los dermatofitos. Aunque hemos observado considerables 
variaciones en los resultados que dependían del antifúngico. 
§ El método fue altamente reproducible para fluconazol, mientras que con 
ketoconazol se obtuvo la más baja concordancia. 
§ La concordancia obtenida entre dicho método y el de microdilución fue alta 
para la anfotericina B y muy baja para fluconazol. 
 
7. El método colorimétrico Sensititre YeastOne, ha demostrado también ser una 
técnica de fácil realización para ser ensayada en un laboratorio asistencial. La 
concordancia con el método de microdilución también dependió del antifúngico. 
 
8. Hemos desarrollado el método de difusión con discos comprobando que el medio 
de cultivo no influye sobre el diámetro de los halos de inhibición. En general, los 
resultados fueron dependientes de la combinación medio/especie ensayada. 
 
9. El método de difusión con discos se correlaciona significativamente con el método 
de microdilución cuando se ensaya el nuevo antifúngico, eberconazol, sobre el 
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M. gypseum es una especie geofílica que habita como saprobia en el suelo y 
causa infecciones en la piel y el cuero cabelludo, aunque estas dermatofitosis 
son infrecuentes (Galhardo et al. 2004, Pereiro et al. 1991). En pacientes 
inmunocomprometidos, se han descrito casos de dermatofitosis diseminadas 
causadas por M. gypseum sin afectación de las capas profundas de la piel; y 
en algunos de ellos, no ha habido respuesta a la terapia con azoles (Galhardo 
et al. 2004; Porro et al. 1997). Sin embargo, no hay publicaciones acerca de 
infecciones en el tejido no queratinizado producidas por este hongo en 
pacientes inmunológicamente normales. Durante el desarrollo de la parte 
experimental de la presente tesis, tuvimos la oportunidad de estudiar cepas 
procedentes de casos interesantes; uno de los casos fue el de una cepa de M. 
gypseum causante de una  dermatofitosis subcutánea en un paciente 
inmunológicamente normal (estudio 4.14). Dicho paciente adquirió la infección 
al clavarse una astilla de madera en la arena de la playa y respondió 
favorablemente al itraconazol. 
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